




















































































































































































































































































































































three	 microtubule‐binding	 domains	 (Tau3R)	 and	 high	 phosphorylation	 levels	 are	 found	 in	
neurons	during	embryonic	development	and	also	in	murine	adult	newborn	neurons,	but	not	in	
mature	neurons	in	the	adult	brain.	Therefore,	the	aim	of	this	work	was	to	study	the	role	of	Tau	







connectivity	 of	 newborn	 neurons),	 and	 specific	 markers	 (to	 analyze	 the	 different	 stages	 of	
newborn	 cells	 maturation).	 These	 methodologies	 were	 combined	 with	 the	 use	 of	 several	







impairments	 of	 behavioral	 pattern	 separation	 tasks	 nor	 by	 the	 appearance	 of	 depression‐like	
behavior,	although	an	increase	in	anxiety‐like	behavior	was	detected	in	these	mice.		
On	 the	 other	 hand,	 lacking	 Tau	 protein	 weakened	 the	 pro‐neurogenic	 effects	 of	










basal	 rate	of	 adult	hippocampal	neurogenesis,	 although	Tau	seems	 to	be	 involved	 in	newborn	






















La	 neurogénesis,	 o	 proceso	 de	 generación	 de	 nuevas	 neuronas,	 es	 un	 concepto	




puede	 ser	 regenerado”.	 Hoy	 en	 día,	 sin	 embargo,	 gracias	 a	 los	 avances	 tecnológicos	
experimentados	 desde	 que	 Cajal	 postulara	 su	 teoría,	 sabemos	 que,	 aunque	 la	 formación	 de	














en	 conjunción	 con	 el	 laboratorio	 del	 Profesor	 Bruce	McEwen	 publicaron	 varios	 estudios	 que	















La	 neurogénesis	 adulta	 es	 un	 proceso	 que	 se	 ha	 observado	 en	 numerosas	 especies	
alejadas	en	la	escala	filogenética.	Como	norma	general	puede	decirse	que	en	los	organismos	con	
sistemas	 nerviosos	 más	 primarios	 se	 observa	 una	 tendencia	 mayor	 a	 la	 permanencia	 de	 la	
neurogénesis	a	lo	largo	de	toda	la	vida	que	en	organismos	que	poseen	sistemas	nerviosos	más	
complejos.	
En	 animales	 no	 mamíferos	 se	 ha	 descrito	 la	 existencia	 de	 neurogénesis	 adulta	 en	
insectos	 como	 la	 mosca	 Drosophila	melanogaster,	 que	 renueva	 las	 neuronas	 de	 sus	 cuerpos	


















demostrar	 que	 la	 neurogénesis	 adulta	 en	 el	 hipocampo	 humano	 es	 mucho	 mayor	





al.,	 2013).	 La	 contribución	 funcional	de	estas	nuevas	neuronas,	 sin	 embargo,	 todavía	no	 se	ha	







de	 “permisividad	neurogénica”	 (revisado	 en	 (Kempermann,	 2006)).	 Para	 que	una	 zona	pueda	





encuentran	 organizadas	 formando	 una	 unidad	 funcional	 que	 engloba	 a	 los	 precursores	





bulbo	 olfatorio	 (olfactory	 	 bulb;	 OB),	 y	 la	 capa	 subgranular	 del	 giro	 dentado	 del	 hipocampo	
(subgranular	layer;	SGL).	Recientemente	se	ha	descrito	también	la	generación	de	nuevas	neuronas	
en	el	hipotálamo,	el	estriado,	la	amígdala,	la	corteza	piriforme	y	otras	regiones	del	cerebro	adulto	
(revisado	 en	 (Gould,	 2007;	 Arisi	 et	 al.,	 2012))	 (Figura	 1).	 No	 obstante,	 la	 existencia	 de	
neurogénesis	 adulta	 en	 algunas	 de	 estas	 regiones	 es	 todavía	 controvertida,	 y	 la	 contribución	
cuantitativa	y	el	impacto	funcional	de	estas	nuevas	neuronas	todavía	no	están	muy	estudiados.	En	











repertorio	 de	 técnicas	 disponibles	 y	 aplicables	 para	 su	 estudio	 in	 vivo.	 Esto	 da	 lugar	 a	
discrepancias	que	hacen	que	muchos	de	los	datos	obtenidos	en	este	campo	no	sean	totalmente	
comparables	y	que	las	conclusiones	alcanzadas	difieran	de	un	estudio	a	otro.	Por	tanto,	cada	vez	





debido	 a	 las	 limitaciones	 de	 estos	marcajes,	 se	 aconseja	 complementarlos	 y	 contrastarlos	 con	
otros	 métodos	 de	 identificación	 de	 nuevas	 neuronas	 como	 la	 infección	 con	 retrovirus	 o	 los	
marcadores	intrínsecos	de	proliferación	(Kempermann,	2006).	
Figura	1.	Representación	esquemática	de	las	regiones	neurogénicas	descritas	en	el	cerebro	adulto	de	roedores.	
Antes	de	1990	 todas	 las	 regiones	del	 cerebro	adulto	eran	consideradas	 “no	neurogénicas”	 (regiones	en	gris).	En	 la
década	de	los	90	se	aceptó	la	existencia	de	neurogénesis	adulta	en	el	giro	dentado	del	hipocampo,	así	como	en	el	bulbo	
olfatorio	y	en	la	zona	subventricular,	que	envía	las	nuevas	neuronas	generadas	al	bulbo	olfatorio	a	través	de	la	corriente













se	 encontraban	 en	 la	 fase	 S	 del	 ciclo	 celular	 en	 el	 momento	 de	 inyección	 de	 la	 molécula.	
Cronológicamente	 la	 utilización	 de	 la	 timidina	 tritiada	 es	 anterior,	 pero	 en	 la	 actualidad	 se	
encuentra	casi	totalmente	sustituida	por	la	BrdU.	Esto	es	debido	a	que	la	resolución	de	la	BrdU	se	
considera	mayor	que	la	de	la	timidina	tritiada,	y	además	es	posible	combinar	su	marcaje	con	el	de	
otras	 moléculas	 que	 después	 serán	 diferenciadas	 en	 función	 del	 anticuerpo	 secundario	
fluorescente	 utilizado.	 Además,	 actualmente	 se	 encuentran	 disponibles	 en	 el	 mercado	 otros	
análogos	de	timidina,	como	la	5‐yodo‐2´‐deoxiuridina	(IdU)	y	la	5‐cloro‐2´‐deoxiuridina	(CldU),	
que	son	reconocidos	por	anticuerpos	diferentes.	Esto	supone	una	gran	ventaja	metodológica,	ya	















el	 estado	 de	 esta	 estructura	 en	 las	 nuevas	 neuronas	 (Kelsch	 et	 al.,	 2008).	 Adicionalmente,	
combinando	la	infección	con	retrovirus	con	la	técnica	del	trazado	monosináptico	de	conexiones	
basado	 en	 el	 virus	 de	 la	 rabia	 (Wickersham	 et	 al.,	 2007),	 es	 posible	 identificar	 las	 neuronas	












1.4.2. Metodología	para	 la	 identificación	del	 fenotipo	de	 las	células	 identificadas	
como	nuevas	
Una	 vez	 identificadas	 las	 células	 proliferativas,	 es	 necesario	 demostrar	 que	 tienen	




distintos	 marcadores	 para	 obtener	 resultados	 fiables.	 Algunos	 de	 los	 más	 frecuentemente	
utilizados	se	resumen	en	la	Tabla	1.		
1.4.3. Metodología	para	la	cuantificación	de	la	neurogénesis	adulta	
Por	 cuestiones	 prácticas,	 es	 sencillo	 comprender	 la	 imposibilidad	 técnica	 del	
experimentador	 a	 la	 hora	 de	 contar	 todas	 las	 células	 presentes	 en	 un	 animal.	 Por	 ello,	 los	
recuentos	 celulares	 son	 siempre	 estimaciones	 matemáticas	 de	 dicho	 número	 total	 de	 células	
(Kempermann,	 2006).	 El	 recuento	 de	 células	 en	 una	muestra	 dada	 ha	 sido	 históricamente	 un	
recuento	de	perfiles	celulares	en	el	marco	de	un	área	de	recuento	de	referencia.	La	estereología	
es	una	 técnica	de	recuento	no	sesgada	que	reúne	una	serie	de	principios	 teóricos	que	pueden	
resultar	 de	 gran	utilidad	 en	 la	 estimación	de	números	 totales	 de	 células	 (Haug,	 1986).	 Con	 la	


























sucesos	 autobiográficos	 que	 pueden	 evocarse	 de	 forma	 explícita.	 De	 hecho,	 el	 hipocampo	 se	
considera	la	“puerta	de	entrada	a	la	memoria”	porque	en	él	se	procesa	y	evalúa	la	información	
antes	 de	 ser	 almacenada	 en	 otras	 regiones	 neocorticales.	 Además,	 se	 ha	 demostrado	 que	 el	
hipocampo	 recibe	 información	 de	 otras	 estructuras	 del	 sistema	 límbico	 y	 participa	 en	 la	





es	 una	 zona	 de	 convergencia	 de	 información	 sensorial.	 La	 corteza	 entorrinal	 envía	 sus	
proyecciones	al	hipocampo	a	 través	de	dos	vías	principales:	el	 circuito	 trisináptico	clásico	y	el	
circuito	 monosináptico.	 El	 circuito	 trisináptico	 clásico	 se	 origina	 en	 la	 capa	 II	 de	 la	 corteza	
entorrinal	y	proyecta	a	través	de	la	vía	perforante	a	las	dendritas	de	las	neuronas	granulares	del	
DG,	dónde	se	establece	la	primera	sinapsis.	Los	axones	de	las	neuronas	granulares	se	dirigen	a	las	
neuronas	 piramidales	 de	 CA3	 formando	 el	 denominado	 tracto	 de	 fibras	 musgosas,	
estableciéndose	en	CA3	la	segunda	sinapsis.	A	su	vez,	las	neuronas	piramidales	de	CA3	se	conectan	
a	 través	de	 la	denominada	colateral	de	Schaffer	con	 las	neuronas	de	CA1,	dónde	tiene	 lugar	 la	
tercera	sinapsis.	El	circuito	monosináptico,	por	su	parte,	se	origina	en	 la	capa	 III	de	 la	corteza	
entorrinal	 y	 proyecta	 directamente	 a	 las	 neuronas	 de	CA1.	 En	 ambos	 circuitos	 la	 información	
vuelve	desde	CA1	a	 la	 corteza	 entorrinal	 pasando	por	 el	 subiculum,	 y	 de	 ahí	 se	dirige	 a	 áreas	




clásico	 se	 encuentra	 relacionado	 con	 procesos	 generales	 de	 aprendizaje	 y	memoria	 episódica	
(Nakazawa	 et	 al.,	 2002;	McHugh	 et	 al.,	 2007;	 Nakashiba	 et	 al.,	 2008;	 Nakashiba	 et	 al.,	 2012),	










directamente	 en	 el	 eje	 de	 la	 dendrita.	 En	 las	 sinapsis	 glutamatérgicas,	 sin	 embargo,	 todas	 las	


















tipo	 NMDA	 (N‐methyl‐D‐aspartate)	 y	 tipo	 AMPA	 (α‐amino‐3‐hydroxy‐5‐methyl‐4‐
isoxazolepropionic	 acid)‐,	 proteínas	 de	 andamiaje,	 y	 multitud	 de	 moléculas	 implicadas	 en	 la	
transmisión	 de	 señales.	 Dentro	 de	 las	 proteínas	 de	 andamiaje	 de	 las	 PSDs,	 una	 de	 las	 más	




a	 la	membrana,	 lo	 cual	 la	 convierte	 en	 una	 proteína	 esencial	 en	 la	 transmisión	 nerviosa	 y	 en	
procesos	de	plasticidad	sináptica	(revisado	en	(Sheng	y	Hoogenraad,	2007)).	
	
La	 plasticidad	 sináptica	 es	 la	 capacidad	 de	 las	 sinapsis	 de	modificar	 su	 estructura	 y	
composición	en	respuesta	a	estímulos	externos	y	cambios	en	la	actividad	nerviosa,	y	es	una	de	las	
propiedades	principales	de	las	PSDs.	En	líneas	generales,	se	ha	descrito	que	una	activación	muy	
intensa	 de	 los	 receptores	 NMDA	 desencadena	 una	 cascada	 de	 señalización	 que	 induce	 el	
reclutamiento	 de	 nuevos	 receptores	 AMPA	 en	 la	 PSD,	 dando	 lugar	 así	 a	 la	 potenciación	 de	 la	
sinapsis	y	lo	que	se	conoce	como	long	term	potentiation	(LTP).	Por	el	contrario,	una	activación	
débil	 de	 los	 receptores	 NMDA	 mantenida	 en	 el	 tiempo	 da	 lugar	 a	 la	 internalización	 de	 los	
receptores	AMPA	en	la	PSD,	 	con	el	consecuente	debilitamiento	de	la	sinapsis	y	la	denominada	
long	 term	 depression	 (LTD).	 Así	 pues,	 las	 PSDs	 pueden	 considerarse	 estructuras	 dinámicas	 y	
heterogéneas	 cuya	 forma,	 tamaño	y	 composición	varía	 en	 función	de	 la	 actividad	que	 reciben,	
Figura	3. Sinapsis	excitatorias	e	inhibitorias	en	el	hipocampo.
Representación	 tridimensional	 de	 una	 reconstrucción	 de	 un
segmento	 dendrítico	 de	 una	 neurona	 hipocampal	 mediante
microscopía	 electrónica.	 En	 rojo	 se	 indican	 las	 densidades
postsinápticas	 (PSDs)	 de	 las	 sinapsis	 excitatorias,	 localizadas	 en











los	precursores	neuronales	que	darán	 lugar	a	 las	nuevas	neuronas	granulares	 (Figura	4	A‐B).	
Desde	su	nacimiento	en	la	SGL	hasta	su	integración	en	la	capa	granular	del	DG	como	neuronas	









que	 recuerdan	 a	 las	 de	 la	 glía	 radial	 presente	 durante	 el	 desarrollo	 embrionario,	 con	 una	
prominente	 prolongación	 apical	 y	diversas	 terminaciones	basales	 fuertemente	 asociadas	 a	 los	
vasos	 sanguíneos.	 Su	 soma	 es	 de	 forma	 triangular,	 y	 se	 caracterizan	 por	 la	 expresión	 de	 los	
marcadores	nestina,	GFAP	(Glial	Fibrillary	Acidic	Protein),	BLBP	(Brain	Lipid	Binding	Protein)	y	
Sox2	 (Sex	 determining	 region	 Y‐box	 2).	 No	 expresan,	 sin	 embargo,	 el	 marcador	 de	 astrocitos	
maduros	S100β.	En	condiciones	fisiológicas	no	son	una	población	que	muestre	una	elevada	tasa	
de	proliferación	(Huttmann	et	al.,	2003),	pero	pueden,	no	obstante,	sufrir	divisiones	asimétricas,	




En	 esta	 fase	 se	 agrupan	 tres	 estadios	 consecutivos	 de	 células	 progenitoras	 que	 se	
distinguen	por	su	potencial	proliferativo	y	su	creciente	diferenciación	neuronal.	
Las	células	tipo	2	mantienen	la	expresión	de	nestina,	BLBP	y	Sox2,	pero	no	la	de	GFAP.	

















pasan	 las	 nuevas	 neuronas	 durante	 la	 neurogénesis	 hipocampal	 adulta.	 Las	 barras	 inferiores	 indican	 las	 ventanas
temporales	de	expresión	aproximada	de	marcadores	de	los	distintos	tipos	celulares.	Las	barras	verdes	corresponden	a	
marcadores	 de	 progenitores	 neuronales:	 GFAP,	 BLBP,	 Sox2.	 Las	 barras	 azules	 corresponden	 a	 marcadores	 que	 se	








cambios	morfológicos	más	 importantes	 del	 proceso	 diferenciativo.	 En	 estas	 células	 continúan	
apareciendo	las	prolongaciones	horizontales	características	de	los	estadíos	2	y	3,	pero	de	mayor	
longitud,	y	a	la	vez	se	empiezan	a	originar	los	primeros	procesos	verticales.	De	hecho	es	posible	
encontrar	 células	 con	 sus	 prolongaciones	 orientadas	 en	 todas	 las	 direcciones	 intermedias.	 La	






recibir	 las	 primeras	 aferencias	 GABAérgicas,	 que	 cronológicamente	 preceden	 a	 las	









este	 estadio	 es	 la	 expresión	 transitoria	de	 calretinina,	 que	 será	posteriormente	 sustituida	por	
calbindina	 (Brandt	 et	 al.,	 2003).	 Otros	marcadores	 presentes	 en	 las	 neuronas	 inmaduras	 son	
Prox1	y	NeuN	(Neuronal	nuclei),	pero	a	diferencia	de	la	de	calretinina,	su	expresión	se	mantendrá	
durante	el	resto	de	la	vida	de	la	neurona.	
En	 esta	 fase	 las	 células	 adquieren	 la	 clásica	morfología	 con	 orientación	 vertical,	 y	 el	
núcleo	 termina	 de	 adquirir	 la	 forma	 redondeada	 que	 caracteriza	 a	 las	 neuronas	 granulares	
maduras.	Es	en	este	momento	cuando	tiene	lugar	la	formación	de	las	dendritas	y	el	axón	(Hastings	
y	 Gould,	 1999;	 Brandt	 et	 al.,	 2003)	 ,	 así	 como	 el	 establecimiento	 de	 las	 primeras	 conexiones	




































cual	 podría	 significar	 una	 mayor	 capacidad	 de	 respuesta	 ante	 estímulos	 nuevos.	 Así,	 se	 ha	
















diferenciar	 dos	 contextos	 muy	 similares.	 En	 este	 sentido	 las	 neuronas	 inmaduras	 no	 sólo	
responden	con	más	facilidad	ante	estímulos	nuevos,	sino	que	inhiben	la	activación	de	neuronas	
que	responden	ante	estímulos	viejos,	contribuyendo	así	a	la	creación	de	un	patrón	de	activación	
neuronal	 distinto	 (Aimone	 et	 al.,	 2011;	 Lepousez	 et	 al.,	 2015;	 Temprana	 et	 al.,	 2015).	 Se	 ha	










puede	ser	modulada	por	múltiples	 factores,	 tanto	 intrínsecos	como	extrínsecos,	que	actúan	de	







- Edad:	 es	 el	 regulador	 negativo	 más	 fuerte	 de	 la	 neurogénesis	 adulta	 en	 todas	 las	
especies	estudiadas	(Altman	y	Das,	1965;	Seki	y	Arai,	1995;	Kuhn	et	al.,	1996;	Kempermann	et	al.,	
1998).	Aun	así,	la	tasa	de	neurogénesis	adulta	no	desciende	hasta	desaparecer,	pudiendo	ser	ésta	
detectada	en	edades	avanzadas	 incluso	en	humanos,	 en	 los	que	además	el	descenso	no	es	 tan	
acusado	como	en	otras	especies	(Eriksson	et	al.,	1998;	Spalding	et	al.,	2013).	
















las	 neuronas	 inmaduras	 la	 activación	 de	 receptores	 de	 glutamato	 tipo	 NMDA	 determina	 la	
supervivencia	 celular	 (Ge	et	al.,	 2008).	 En	 las	 neuronas	maduras,	 sin	 embargo,	 parece	 que	 su	
sobreactivación	ejerce	una	regulación	negativa	(Gould	et	al.,	1994;	Cameron	et	al.,	1995;	Nacher	















señalización	 GABAérgica	 en	 las	 neuronas	 inmaduras	 es	 despolarizante,	 pasando	 a	 ser	






2004),	 dopamina	 (Hoglinger	 et	 al.,	 2004),	 noradrenalina	 (Kulkarni	 et	 al.,	 2002)	 y	 serotonina	
(Brezun	y	Daszuta,	1999).	
- Factores	 de	 crecimiento:	 son	moléculas	 extracelulares	 que	 controlan	 el	 crecimiento	
celular	y	potencian	su	mantenimiento.	Entre	algunas	de	las	que	se	ha	encontrado	que	tienen	efecto	




Lee	et	al.,	 2002;	 Cheng	 et	al.,	 2003),	 entre	 otras.	 En	 general	 todos	 ellos	 ejercen	 su	 regulación	
























su	 efecto	 principalmente	 a	 través	 de	 los	 corticosteroides,	 al	 igual	 que	 ocurría	 con	 éstos	 dosis	
moderadas	de	estrés	pueden	tener	un	efecto	potenciador	de	la	neurogénesis	adulta	(revisado	en	
(Kempermann,	2006)).		
- Estados	 patológicos:	 se	 ha	 demostrado	 que	 distintos	 daños	 cerebrales	 afectan	 de	











obstante,	 dada	 la	 complejidad	 de	 estos	 sistemas	 reguladores,	 en	 ocasiones	 se	 han	 observado	
indicios	del	efecto	contrario	(revisado	en	(Kempermann,	2006)).		
1.5.5. Trastornos	 neurodegenerativos	 con	 alteraciones	 de	 la	 neurogénesis	
hipocampal	adulta:	implicación	en	tauopatías	
El	descubrimiento	de	 la	neurogénesis	adulta	en	humanos	plantea	 el	hecho	de	que	el	
sistema	 nervioso	 tenga	 capacidad	 intrínseca	 para	 repararse	 (Miller	 y	 Gomez‐Nicola,	 2014).	
Aunque	 a	 lo	 largo	 de	 los	 años	 alteraciones	 en	 la	 neurogénesis	 han	 sido	 relacionadas	 con	
enfermedades	de	etiología	diversa,	como	la	epilepsia	(Bengzon	et	al.,	1997;	Parent	et	al.,	1997;	
Scott	et	al.,	1998;	Madsen	et	al.,	2000;	Kron	et	al.,	2010),	la	esquizofrenia	(Wakade	et	al.,	2002;	






Las	 enfermedades	 neurodegenerativas	 se	 caracterizan	 por	 la	 pérdida	 progresiva	 de	
neuronas	en	regiones	determinadas	del	sistema	nervioso.	Se	cree	que	esta	pérdida	masiva	es	la	
responsable	del	deterioro	cognitivo	y	motor	que	experimentan	los	pacientes	que	sufren	dichas	











Komuro	 et	 al.,	 2015).	 La	 más	 estudiada	 dentro	 de	 este	 grupo	 es	 sin	 duda	 la	 enfermedad	 de	
Alzheimer	(Alzheimer´s	disease;	AD).	
La	 AD	 constituye	 en	 la	 actualidad	 la	 causa	 más	 común	 de	 demencia	 en	 los	 países	
desarrollados	 (Dartigues,	 2009).	 Fue	 descrita	 por	 primera	 vez	 por	 Alois	 Alzheimer	 en	 1907	
(Alzheimer,	1907),	y	cursa	con	pérdida	progresiva	de	memoria,	afasia	(pérdida	del	habla),	apraxia	
(dificultad	para	realizar	movimientos	coordinados)	y	agnosia	(pérdida	de	la	facultad	de	reconocer	
personas	 o	 cosas)	 (Cummings,	 2004).	 Existen	 dos	 tipos,	 uno	 familiar	 y	 otro	 esporádico,	 pero	
ambos	 se	 caracterizan	 histopatológicamente	 por	 la	 presencia	 aberrante	 de	 agregados	
intracelulares	de	proteína	Tau	hiperfosforilada	(ovillos	neurofibrilares)	y	placas	extracelulares	de	
proteína	 β‐amiloide	 (placas	 seniles).	 Los	mecanismos	 de	 neurodegeneración	 que	 siguen	 estas	
estructuras	se	desconocen,	aunque	hoy	en	día	está	bastante	aceptado	que	es	la	proteína	Tau	la	
que	 media	 los	 efectos	 tóxicos	 del	 	 β‐amiloide	 (Ittner	 y	 Gotz,	 2011).	 Aunque	 se	 sabe	 que	 la	
enfermedad	afecta	progresivamente	a	diversas	estructuras	cerebrales,	una	de	las	más	sensibles	y	
de	 las	 primeras	 en	 sufrir	 neurodegeneración	 es	 el	 hipocampo	 (Ohm,	 2007),	 habiéndose	









parecen	 presentarse	 siempre	 antes	 de	 que	 los	 déficits	 cognitivos	 sean	 patentes,	 lo	 cual	 hace	
pensar	que	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	podría	ser	una	buena	diana	terapéutica.	En	este	
sentido,	se	ha	demostrado	recientemente	que	en	un	modelo	murino	de	sobreexpresión	de	GSK‐3β	
(Glycogen	Synthase	Kinase	3	 β),	 cuyas	alteraciones	morfológicas	en	 las	neuronas	granulares	se	
asemejan	mucho	a	las	encontradas	en	pacientes	humanos	de	AD,	es	posible	revertir	el	fenotipo	
aberrante	con		enriquecimiento	ambiental	(Llorens‐Martin	et	al.,	2013).	
Vistos	 estos	 antecedentes,	 parece	 que	 alteraciones	 en	 la	 neurogénesis	 hipocampal	
adulta	podrían	desempeñar	un	papel	central	en	el	desarrollo	de	tauopatías	como	la	AD.	Además,	
puesto	que	el	eje	de	estas	patologías	es	 la	alteración	del	metabolismo	de	 la	proteína	Tau,	cabe	
pensar	 que	 ésta	 ejerza	 un	 papel	 relevante	 en	 el	 proceso	 fisiológico	 de	 generación	 de	 nuevas	
neuronas.		
2. Proteína	Tau	
La	 proteína	 Tau	 es	 una	 MAP	 (microtubule‐associated	 protein;	 proteína	 asociada	 a	
microtúbulos)	que	promueve	el	ensamblaje	y	 la	estabilización	de	 los	microtúbulos	neuronales	
(Weingarten	et	al.,	1975;	Cleveland	et	al.,	1977a;	Cleveland	et	al.,	1977b;	Fellous	et	al.,	1977).	Hoy	











rica	 en	prolinas	 constituye	un	 sitio	de	 reconocimiento	para	quinasas.	 Se	ha	 sugerido	que	 este	






El	 dominio	 de	unión	 a	microtúbulos	 contiene	 también	dos	 regiones:	 la	 región	de	 las	
















de	 las	 repeticiones,	 quedando	 el	 dominio	 de	 proyección	 orientado	 hacia	 el	 citoplasma.	 (B)	Representación	 de	 las	
diferentes	regiones	de	la	isoforma	de	Tau	humana	más	larga	en	el	sistema	nervioso	central.	El	dominio	de	proyección	






La	 afinidad	 de	 Tau	 por	 los	 microtúbulos	 depende,	 por	 una	 parte,	 del	 número	 de	






mayor	 afinidad	 por	 los	 microtúbulos	 (Lu	 y	 Kosik,	 2001;	 Avila	 et	 al.,	 2004).	 De	 hecho,	 en	 las	
neuronas	maduras	del	cerebro	adulto	de	roedores	la	isoforma	Tau3R	no	está	presente	(Figura	6).	
La	menor	afinidad	por	los	microtúbulos	de	la	isoforma	Tau3R	implica	una	menor	estabilidad	del	
citoesqueleto,	 lo	 cual	 es	 importante	 durante	 el	 desarrollo	 porque	 el	 citoesqueleto	 ha	 de	 ser	
suficientemente	 plástico	 para	 permitir	 la	 diferenciación	 morfológica	 de	 las	 neuronas	 y	 su	











roedores	 desparece	 completamente.	 Nótese	 que	 la	 proteína	 Tau	 humana	 es	 homóloga	 a	 la	 de	 roedores,	 pero	 no






regulación	de	 la	afinidad	de	Tau	por	 los	microtúbulos	es	 la	 fosforilación:	cuanto	mayor	sea	su	
grado	de	fosforilación,	menor	será	su	afinidad	por	los	microtúbulos	(Brandt	et	al.,	1995).	De	hecho,	





et	al.,	 2010).	Hasta	 el	momento	 se	han	descrito	 fosforilaciones	 en	 al	menos	30	 residuos	 en	 la	
proteína	Tau	(Pevalova	et	al.,	2006).	Su	grado	de	fosforilación	depende	de	la	acción	conjunta	de	
quinasas	 y	 fosfatasas,	 siendo	 las	 más	 importantes	 GSK‐3β	 y	 PP2A	 (Protein	 Phosphatase	 2A),	
respectivamente	(Goedert	et	al.,	1995;	Hanger	et	al.,	2009).	
2.2. Distribución	de	la	proteína	Tau	en	el	cerebro	
Desde	 un	punto	de	 vista	 anatómico,	 la	 proteína	Tau	 en	 el	 cerebro	 adulto	 se	 localiza	
fundamentalmente	 en	 la	 corteza,	 el	 hipocampo,	 el	 tálamo,	 el	 estriado	 y,	 en	menor	medida,	 el	
cerebelo	(Goedert	et	al.,	1989b;	Trojanowski	et	al.,	1989).		
Es	 una	 proteína	 fundamentalmente	 neuronal,	 aunque	 también	 se	 ha	 descrito	 su	
presencia	en	células	gliales	(LoPresti	et	al.,	1995;	Lee	et	al.,	2001),	y	fuera	del	sistema	nervioso	en	
fibroblastos	(Ingelson	et	al.,	1996)	y	linfocitos	(Thurston	et	al.,	1996).	
En	 las	 neuronas,	 Tau	 se	 localiza	 preferentemente	 en	 el	 citoplasma	 unido	 a	 los	
microtúbulos,	 aunque	 también	 se	 ha	 observado	 su	 asociación	 con	 la	 membrana	 plasmática	
(Brandt	 et	 al.,	 1995;	 Arrasate	 et	 al.,	 2000)	 y	 con	 determinados	 orgánulos	 celulares	 como	 las	




mayor	parte	de	 la	proteína	se	encuentra,	en	condiciones	 fisiológicas,	unida	a	 los	microtúbulos.	
Inicialmente	 se	pensaba	que	esta	asociación	 se	 reducía	exclusivamente	a	 los	microtúbulos	del	
axón	(Hirokawa	et	al.,	1996;	Aronov	et	al.,	2001),	pero	en	los	últimos	años	se	ha	demostrado	su	
presencia	 también	 en	 dendritas	 (Ittner	 et	 al.,	 2010).	 Es	más,	 aunque	 no	 se	 tiene	 todavía	 una	









encuentran	 en	 un	 constante	 proceso	 de	 polimerización	 y	 despolimerización	 denominado	
inestabilidad	 dinámica.	 Esta	 inestabilidad	 dinámica	 del	 citoesqueleto	 es	 lo	 que	 permite	 que	
ocurran	cambios	morfológicos	y	movimientos	de	la	célula,	y	la	estabilización	selectiva	de	grupos	
determinados	 de	microtúbulos	 en	 el	momento	 adecuado	 es	 lo	 que	 da	 lugar	 a	 la	 polarización	
celular	 (Kirschner	 y	 Mitchison,	 1986).	 El	 correcto	 establecimiento	 y	 mantenimiento	 de	 esta	
polaridad	es	un	proceso	especialmente	 importante	en	el	caso	de	 las	neuronas,	que	son	células	
altamente	especializadas	con	un	dominio	axonal	y	un	dominio	somatodendrítico	bien	definidos	
(Mitchison	 y	 Kirschner,	 1988;	 Witte	 et	 al.,	 2008).	 La	 estabilización	 de	 la	 red	 microtubular	





Kosik,	 1990;	 Dawson	 et	 al.,	 2001),	 el	 cual	 es	 el	 primer	 dominio	 que	 se	 forma	 así	 como	 la	
localización	principal	de	esta	proteína.	Además,	en	un	estudio	reciente	in	vivo	en	el	que	se	eliminó	
Tau	 mediante	 electroporación	 in	 utero	 con	 RNAs	 (ribonucleic	 acids;	 ácidos	 ribonucleicos)	 de	
interferencia,	se	observaron	alteraciones	en	la	migración	y	en	la	formación	del	árbol	dendrítico	
de	 las	 neuronas	 electroporadas	 (Sapir	 et	 al.,	 2012).	 Sin	 embargo,	 en	 los	 modelos	 animales	
deficientes	 en	 la	 proteína	Tau	 disponibles	 hasta	 el	momento,	 no	 se	 observaron	 problemas	 de	
viabilidad	ni	anomalías	importantes	en	el	desarrollo	del	sistema	nervioso	(Harada	et	al.,	1994;	
Dawson	 et	 al.,	 2001;	 Tucker	 et	 al.,	 2001),	 lo	 cual	 se	 ha	 propuesto	 que	 podría	 ser	 debido	 a	
compensaciones	de	la	función	de	Tau	por	otras	MAPs	(Ke	et	al.,	2012).	














por	 fosforilación),	 podría	 estar	 implicada	 en	 la	 regulación	 del	 transporte	 axonal	 (revisado	 en	













































neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 es	 el	 de	 Dawson	 y	 colaboradores,	 en	 el	 que	 la	 ausencia	 de	
proteína	Tau	 se	 consiguió	mediante	 el	 reemplazo	del	 exón	1	del	 gen	mapt	 por	un	 cassette	de	
resistencia	a	neomicina	(NEO)	(Dawson	et	al.,	2001).	













in	 vivo	 (Ittner	 et	 al.,	 2010;	 Lei	 et	 al.,	 2012),	 y	 déficits	 motores	 y	 cognitivos	 asociados	
mayoritariamente	al	envejecimiento	(Ke	et	al.,	2012).		
2.5. Neuroprotección	por	ausencia	de	Tau	en	condiciones	patológicas	
En	 los	 últimos	 años	 la	 reducción	 de	 los	 niveles	 de	 Tau	 se	 ha	 propuesto	 como	 una	
potencial	estrategia	 terapéutica	 tanto	para	 tauopatías	 (Medina	y	Avila,	2014)	como	para	otras	
enfermedades	como	la	epilepsia	(Holth	et	al.,	2013).	Esta	potencial	neuroprotección	conferida	por	
la	 ausencia	 de	 Tau,	 además	 de	 evitar	 la	 formación	 de	 agregados	 tóxicos	 y	 las	 alteraciones	
derivadas	de	su	ganancia	de	función	patológica,	parece	estar	relacionada	con	el	papel	de	Tau	en	
las	dendritas	y	en	las	sinapsis	(Ittner	y	Gotz,	2011).	
Las	 sinapsis,	 y	 en	 particular	 el	 compartimento	 postsináptico,	 son	 las	 estructuras	
principales	 en	 la	 transmisión	 de	 la	 toxicidad	 generada	 por	 diversos	 elementos	 extracelulares	
como,	 por	 ejemplo,	 las	 placas	 de	 proteína	 β‐amiloide	 (Selkoe,	 2002).	 Diversos	 estudios	 han	
demostrado	que	el	tratamiento	con	β‐amiloide	provoca	pérdida	de	sinapsis	y	espinas	dendríticas,	




























En	 esta	 tesis	 nos	 propusimos	 estudiar	 el	 papel	 de	 la	 proteína	 Tau	 en	 el	 proceso	 de	
neurogénesis	hipocampal	adulta.	Para	ello	empleamos	un	modelo	murino	deficiente	en	Tau	que	
nos	 permitió	 llevar	 a	 cabo	 el	 análisis	 de	 las	 consecuencias	 tanto	 a	 nivel	 morfológico	 como	




































Los	 anticuerpos	 primarios	 utilizados	 en	 la	 inmunodetección	 de	 proteínas	 en	
inmunofluorescencia	(IF)	y	en	Western	Blot	(WB)	se	recogen	en	la	Tabla	2.	






cabra	 (DAKO),	 a	 una	 dilución	 1:1000,	 y	 anti‐cobaya	 producido	 en	 conejo	 (Invitrogen),	 a	 una	
dilución	1:3000.	
1.2. Animales	
El	 empleo	 de	 animales	 de	 experimentación	 se	 llevó	 a	 cabo	 siguiendo	 las	 directrices	
establecidas	por	 la	Unión	Europea	(86/609/EEC)	y	aprobadas	por	 la	Comisión	de	Bioética	del	
Centro	de	Biología	Molecular	“Severo	Ochoa”	(CBMSO,	UAM‐CSIC,	Madrid,	España).	Los	animales	

























subapartados:	 (1)	 validación	 del	 modelo	 murino	 deficiente	 en	 la	 proteína	 Tau,	 (2)	 estudio	
descriptivo	del	papel	de	Tau	en	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	en	condiciones	basales,	(3)	
estudio	 del	 papel	 de	 Tau	 en	 la	 neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en	 presencia	 de	 un	 estímulo	
modulador	 positivo	 del	 proceso	 (EA),	 y	 (4)	 estudio	 del	 papel	 de	 Tau	 en	 la	 neurogénesis	
hipocampal	adulta	en	presencia	de	un	estímulo	modulador	negativo	de	la	misma	(test	de	Porsolt).	




análisis	 de	 la	 diferenciación,	 maduración	 e	 integración	 de	 las	 nuevas	 neuronas	 en	 el	 circuito	
hipocampal	se	llevó	a	cabo	empleando	diferentes	aproximaciones	experimentales:	utilización	de	
anticuerpos	 específicos	 e	 inyección	 de	 análogos	 de	 timidina	 para	 estudiar	 la	 generación,	
diferenciación	y	supervivencia	neuronal;	 infección	con	retrovirus	para	estudiar	 la	maduración	
morfológica	de	las	dendritas,	espinas	dendríticas	y	terminales	axónicos	de	las	nuevas	neuronas;	y	

















animales	 de	 características	 similares	 a	 las	 utilizadas	 en	 el	 estudio	 descriptivo	 en	 condiciones	
basales	(anticuerpos	específicos	para	neurogénesis	adulta,	 inyección	de	análogos	de	timidina	e	







Para	 analizar	 la	 supervivencia	 y	 la	 diferenciación	 de	 grupos	 de	 neuronas	 de	 edades	
conocidas	 se	 les	 administraron	 a	 los	 animales	 diferentes	 análogos	 de	 timidina:	 5‐iodo‐2´‐

















Se	 indican	 los	 animales	 utilizados	 para	 el	 estudio	 del	 papel	 de	 Tau	 en	 la	 neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en
condiciones	basales	(A)	y	en	presencia	de	estímulos	moduladores	positivos	(EA)	(B)	y	negativos	(test	de	Porsolt)	(C)
de	la	misma.	En	cada	caso	se	indican	las	edades	de	los	animales	al	principio	y	al	final	de	cada	tratamiento,	los	puntos









en	 el	 DG	 de	 los	 ratones	 Tau‐/‐	 se	 utilizaron	 retrovirus	 que	 codifican	 para	 la	 proteína	 PSD95	
fusionada	con	GFP	(Green	Fluorescent	Protein)	(retrovirus	PSD95‐GFP),	amablemente	cedidos	por	
el	 Dr.	 C.	 Lois	 (Kelsch	 et	al.,	 2008).	 Este	 virus	 permite	 la	 visualización	 selectiva	 en	 las	 nuevas	
neuronas	tanto	de	las	PSDs	(resultado	de	la	expresión	de	la	proteína	PSD95	acoplada	a	GFP),	como	





las	 5	 y	 a	 las	 24	horas	 se	 les	 cambió	 el	medio	 (DMEM	10%)	 añadiendo	 5	ml	 de	medio	 fresco.	











Los	 ratones	 fueron	 anestesiados	mediante	 una	 aplicación	 inhalatoria	 de	 isofluorano	
mezclado	con	oxígeno	utilizando	el	equipo	McKinley	Anaesthetic	Machine	(MK‐TCIII).	El	flujo	de	
oxígeno	medicinal	fue	de	1L/min,	y	el	isofluorano	se	aplicó	al	4%	para	la	inducción	y	al	2%	durante	




















dos	 hemisferios,	 los	 animales	 fueron	 suturados	 utilizando	 grapas	 de	 7mm	 Reflex	 (Stoelting).	
Finalizada	la	operación,	se	les	mantuvo	calientes	con	una	manta	eléctrica	a	37ºC	y	aislados	hasta	




implica	 tanto	diversos	 juguetes	y	objetos	 como	ruedas	de	ejercicio	 físico.	Los	animales	 fueron	
estabulados	 durante	 el	 periodo	 correspondiente	 (ver	
Figura	 8)	 en	 grupos	 de	 10	 en	 jaulas	 grandes	 de	
policarbonato	 transparente	 (55_33_20	 cm,	 Plexx	 Ref.	
13005).	Las	jaulas	estaban	equipadas	con	varios	tipos	de	
ruedas	 de	 ejercicio	 físico,	 y	 los	 ratones	 tuvieron	
constantemente	 a	 su	disposición	 juguetes	de	diferentes	
formas,	 tamaños,	 materiales	 y	 texturas	 (Figura	 9).	
Además,	cada	dos	días	tanto	los	juguetes	como	el	tipo	de	
nido	se	cambiaban	por	otros	distintos	para	mantener	la	
novedad	 en	 el	 ambiente	 (Llorens‐Martin	 et	 al.,	 2007;	
Llorens‐Martin	et	al.,	2010).	
	







sobre	 la	 neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 se	 sometió	 a	 los	 ratones	 a	 diferentes	 pruebas	
comportamentales	relacionadas	con	el	hipocampo.	
2.5.1. Test	de	discriminación	de	patrones	(Novel	Location	Preference	Test)	
El	 “pattern	 separation”	 se	define	 como	 la	 capacidad	de	 formar	patrones	de	actividad	
neuronal	distintos	para	diferenciar	dos	contextos	muy	similares,	y	está	íntimamente	relacionado	
con	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	(Deng	et	al.,	2010;	Aimone	et	al.,	2011;	Sahay	et	al.,	2011).	
































utiliza	para	 analizar	 comportamientos	de	 tipo	depresivo,	 y	por	otra	parte	 se	utiliza	 como	una	
















técnicas	bioquímicas.	Los	cerebros	de	 los	animales	 infectados	con	retrovirus	 fueron	utilizados	
únicamente	 para	 técnicas	 histológicas,	 por	 lo	 cual	 fueron	 perfundidos	 transcardialmente	 con	
















Los	hemisferios	destinados	a	 técnicas	histológicas	 fueron	 fijados	en	PFA	4%	durante	
toda	la	noche.	Al	día	siguiente	se	lavaron	3	veces	con	tampón	fosfato	(PB)	0,1N	pH	7,4	(14	g	de	
K2HPO4	y	2,65	g	de	NaH2PO4	en	1	litro	de	H2O),	y	posteriormente	fueron	incluidos	en	una	mezcla	












durante	 30	 minutos	 antes	 de	 comenzar	 con	 el	 protocolo	 de	 inmunofluorescencia.	 Una	 vez	












detección	de	Sox2	y	Tau3R	 fue	necesario	 tratar	 las	 secciones	 con	Vector®	Antigen	Unmasking	


















durante	 2	 minutos	 previa	 a	 su	 montaje	 utilizando	 medio	 hidrofóbico	 DePex	 (Serva	
Electrophoresis	GmbH).	Una	vez	secas,	se	tomaron	fotografías	de	cada	una	de	las	secciones	que	




En	 el	 caso	 del	 volumen	 del	 DG	 se	midió	 el	 área	 de	 esta	 estructura	 en	 cada	 sección	
delimitando	manualmente	el	borde	de	la	capa	granular	con	ayuda	del	software	ImageJ	(ImageJ,v.	
1.33,	NIH,	Bethesda,	MD,	USA,	http://rsb.info.nih.gov/ij).	La	estimación	del	volumen	del	DG	se	















fueron	 llevados	a	cabo	mediante	 la	 técnica	del	disector	 físico	acoplado	a	microscopía	 confocal	
(Llorens‐Martin	 et	 al.,	 2006).	 Para	 cada	 uno	 de	 los	 marcadores	 se	 realizaron	 6	 disectores	
escogidos	 de	 forma	 aleatoria	 en	una	 de	 las	 series	 de	 secciones	de	 cada	 animal	 analizado.	 Los	
disectores	 se	 adquirieron	 con	 un	 objetivo	 63x	 de	 un	 sistema	 de	 barrido	 láser	 confocal	
LSM710	acoplado	a	un	microscopio	vertical	AxioImager.M2	(Zeiss).	Cada	disector	consta	de	11	
planos	separados	entre	sí	1,73	μm	(tamaño	del	disector	103,7	x	103,7	x	17,3	μm).	En	cada	disector	













El	 estudio	 de	 colocalizaciones	 entre	 los	 análogos	 de	 timidina	 y	 otros	 marcadores	
celulares	 se	 llevó	 a	 cabo	 analizando	 entre	 100	 y	 200	 células	 positivas	 para	 el	 análogo	
correspondiente,	obtenidas	entre	todos	los	animales	del	grupo	experimental.	Para	ello	se	tomaron	
imágenes	individuales	de	cada	célula	utilizando	un	objetivo	63x	de	un	sistema	de	barrido	láser	
confocal	 LSM710	 acoplado	 a	 un	 microscopio	 vertical	 AxioImager.M2	 (Zeiss).	 Los	 datos	 se	
presentan	 como	 %	 de	 células	 que	 son	 positivas	 para	 CldU	 o	 IdU	 y	 para	 el	 marcador	
correspondiente.	
2.8.4. Análisis	de	la	señalización	aferente	en	la	capa	molecular	del	DG	








animal	en	cada	zona	de	 la	 capa	molecular	 (interna,	media	y	externa).	Cada	zona	se	analizó	de	







A	 las	8	semanas,	 cuando	 las	nuevas	neuronas	se	consideran	ya	 totalmente	maduras	 (Ge	et	al.,	




la	 visualización	 de	 las	 PSDs.	 Además,	 utilizando	 un	 anticuerpo	 primario	 anti‐GFP	 con	 un	
secundario	Alexa	555	(canal	rojo)	se	amplifica	 la	señal	de	 la	GFP	en	su	transporte	 intracelular	
permitiendo	la	visualización	de	toda	la	morfología	neuronal.	
2.8.5.1. Cuantificación	de	la	longitud	y	ramificación	dendrítica	
Para	 el	 análisis	 morfométrico	 del	 árbol	 dendrítico	 se	 seleccionaron	 aleatoriamente	
entre	 los	 animales	 infectados	 un	 mínimo	 de	 30	 neuronas	 de	 cada	 genotipo	 y	 condición	
experimental.	Las	neuronas	seleccionadas	fueron	reconstruidas	utilizando	un	objetivo	25x	de	un	




Sholl).	 Para	 ello	 se	 trazaron	 las	neuronas	utilizando	el	plugin	NeuronJ	del	 software	 ImageJ.	El	








El	 análisis	 de	 las	 PSDs	 se	 llevó	 a	 cabo	 de	 forma	 independiente	 para	 cada	 orden	 de	
ramificación	dendrítica	(Llorens‐Martin	et	al.,	2013).	Se	analizaron	un	mínimo	de	30	segmentos	
dendríticos	de	cada	orden	de	ramificación	seleccionados	aleatoriamente	entre	 los	animales	de	
cada	 genotipo	 y	 condición	 experimental.	 Para	 ello	 se	 tomaron	 imágenes	 de	 67,4	 x	 67,4	 μm	





de	 las	 PSDs	 (clusters	 PSD95	 positivos)	 contenidas	 en	 esos	 segmentos	 utilizando	 el	 plugin	
semiautomático	Particle	Analyzer	de	ImageJ.	
2.8.5.3. Cuantificación	del	tamaño	de	los	terminales	axónicos	
Puesto	 que	 el	 tráfico	 intracelular	 de	 la	 proteína	 GFP	 permite	 visualizar	 toda	 la	









Se	analizó	el	 tamaño	de	 los	 terminales	axónicos,	pero	no	su	número,	debido	a	que	el	
número	 células	 infectadas	 en	 cada	 animal	 depende	 de	 parámetros	 relacionados	 con	 cada	
inyección	particular	 del	 retrovirus,	 y	 por	 lo	 tanto	no	 es	 posible	 llevar	 a	 cabo	 un	 recuento	del	
número	de	terminales	axónicos	observados	(Zhao	et	al.,	2006).	
2.8.6. Microscopía	electrónica	







fueron	 anestesiados	 y	 perfundidos	 transcardialmente	 con	 NaCl	 0,9%	 seguido	 de	 PFA	 2%	 y	




horas,	 seguida	 de	 su	 lavado,	 deshidratación	 e	 inclusión	 en	 Durcupan	 (Durcupan,	 Fluka).	
Posteriormente	se	realizaron	secciones	semifinas	seriadas	(1,5	µm)	con	una	cuchilla	de	diamante.	










1400	 revoluciones	 por	 minuto	 (rpm)	 durante	 30	 minutos.	 La	 digestión	 fue	 neutralizada	
añadiendo	un	décimo	del	volumen	de	la	digestión	de	Tris‐HCl	1M	pH	8.	Se	separaron	los	restos	no	
digeridos	 mediante	 centrifugación	 a	 14000	 rpm	 durante	 10	 minutos.	 El	 DNA	 presente	 en	 el	


























A	 continuación	 se	 analizó	 la	 expresión	 del	 gen	mapt	 en	 3	 regiones	mediante	 PCR	 a	
tiempo	real	utilizando	sondas	TaqMan®	(Life	Technologies).	Las	sondas	utilizadas,	así	como	las	
regiones	del	gen	con	las	que	hibridan,	se	recogen	en	la	Tabla	4.	
Las	 condiciones	 de	 amplificación	 fueron	 las	 estándar	 para	 el	 equipo	 AB7900HT	 en	
placas	de	384	pocillos	(incubación	durante	2	min	a	50	ºC	y	10	min	a	95	ºC	seguido	de	40	ciclos	de	













EDTA	 (ethylenediaminetetraacetic	 acid;	 ácido	 etilendiaminotetraacético)	 1mM,	 deoxicolato	
sódico	0,25%,	 inhibidores	de	 fosfatasas	(NaF	1mM,	Na3VO4	1mM	y	ácido	okadaico	1μM)	y	una	
mezcla	de	 inhibidores	de	proteasas	COMPLETE™	(Roche).	Posteriormente	se	centrifugaron	 los	
extractos	 a	 3000	 rpm	 durante	 5	 minutos	 y	 se	 determinó	 la	 concentración	 proteica	 de	 los	
sobrenadantes	con	el	kit	Pierce®	BCA	Protein	Assay	(Thermo	Scientific).	
2.9.4. Electroforesis,	electrotransferencia	e	inmunodetección	(Western	Blot)	
Los	 extractos	 proteicos	 se	 hirvieron	 durante	 5	 minutos	 en	 tampón	 de	 carga	 de	
electroforesis	compuesto	por	Tris‐HCl	62,5mM	pH	6,8,	SDS	2%,	glicerol	10%,	β‐mercaptoetanol	
5%,	EDTA	7,5mM	 	 y	 azul	 de	 bromofenol	 0,004%.	 Las	 proteínas	 fueron	 separadas	 en	 geles	 de	
poliacrilamida	(al	8%,	10%	o	15%	dependiendo	del	peso	molecular	de	las	proteínas	a	analizar),	
en	presencia	de	SDS	y	a	voltaje	constante.	Posteriormente	se	procedió	a	la	electrotransferencia	a	
membranas	 de	 nitrocelulosa	 (Schleicher	&	 Schuell,	 Keene,	NH)	 a	 amperaje	 constante	 (150mA	
durante	1	hora	para	proteínas	de	bajo	peso	molecular	y	300mA	durante	2	horas	para	proteínas	






















El	 análisis	 estadístico	 de	 los	 resultados	 se	 llevó	 a	 cabo	 utilizando	 el	 programa	 SPSS	
Statistics	 22	 (SPSS,	 1989;	 Apache	 Software	 Foundation,	 Chicago,	 IL,	 USA).	 Los	 gráficos	






























1. Caracterización	 de	 la	neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en	




















Tau	en	 ratones	Tau‐/‐	 en	 relación	a	 ratones	WT.	Con	el	 objetivo	de	descartar	 la	existencia	de	
secuencias	promotoras	adicionales	en	otras	regiones	del	gen	se	utilizaron	tres	sondas	diferentes	






















la	 proteína	 Tau3R	 colocaliza	 parcialmente	 con	 la	 proteína	 calretinina,	 que	 marca	 una	













representativo	 de	 la	 expresión	 de	 Tau	 con	 los	 anticuerpos	 Tau5	 (A),	 Tau7.51	 (B),	 Tau3R	 (C)	 y	 Tau4R	 (D)	 en	 el	
hipocampo	de	ratones	WT	y	Tau‐/‐.	En	todos	 los	casos	se	utilizó	GAPDH	(gliceraldehído	3‐fosfato	deshidrogenasa)
como	control	de	carga.	En	los	ratones	Tau‐/‐	no	se	observa	expresión	de	Tau	con	ninguno	de	los	anticuerpos	utilizados.












































CldU	 no	 permite	 comparar	 los	 números	 absolutos	 de	 las	 células	 marcadas	 con	 cada	 análogo	
Figura	14.	Análisis	de	la	proliferación,	muerte	y	supervivencia	de	las	nuevas	neuronas	generadas	en	el	DG	de
ratones	WT	 y	 Tau‐/‐	 .	 Todas	 las	 cuantificaciones	 se	 realizaron	 mediante	 inmunofluorescencia	 (IF)	 en	 secciones
sagitales	del	hipocampo	de	ratones	WT	y	Tau‐/‐.	(A)	Imagen	representativa	de	la	IF	del	marcador	de	proliferación	PH3





















Una	 vez	 descartadas	 las	 diferencias	 en	 los	 niveles	 de	 proliferación,	 muerte	 y	
supervivencia	 celular,	 se	 procedió	 a	 estudiar	 si	 la	 ausencia	 de	 Tau	 	 tenía	 algún	 efecto	 en	 la	
diferenciación	de	las	nuevas	neuronas	generadas	en	el	DG.	
Desde	que	los	progenitores	neuronales	se	dividen	hasta	que	 la	nueva	célula	presenta	







llevó	 a	 cabo	 en	 animales	 de	 4	 meses	 de	 edad	 (Figura	 8,	 grupo	A).	 Para	 cada	 uno	 de	 estos	
marcadores	se	cuantificó	el	número	total	de	células	positivas	en	la	SGL	de	cada	animal	como	se	























Imágenes	 representativas	 de	 la	 IF	 de	 neuroblastos	 y	 neuronas	 inmaduras	marcadas	 con	 DCX	 (rojo)	 y	 calretinina
(verde).	 Los	 núcleos	 aparecen	 teñidos	 con	DAPI	 (azul).	 Barra	 de	 escala	 20	 µm.	No	 se	 han	 encontrado	 diferencias












significativas	 entre	 los	 ratones	 WT	 y	 los	 Tau‐/‐	 en	 los	 porcentajes	 de	 colocalización	 de	 los	
análogos	de	timidina	con	ninguno	de	los	marcadores	de	diferenciación	a	ninguna	de	las	edades	
celulares	estudiadas.		
Así	 pues,	 se	 puede	 concluir	 que	 la	 ausencia	 de	 Tau	no	provoca	 alteraciones	 ni	 en	 la	
secuencia	de	diferenciación	neuronal	ni	en	los	momentos	en	la	que	ésta	tiene	lugar	a	lo	largo	de	
la	vida	de	la	neurona.	
1.4. La	 ausencia	 de	 Tau	 produce	 alteraciones	 en	 la	 maduración	
morfológica	de	las	nuevas	neuronas	generadas	en	el	DG	
Otro	 de	 los	 pasos	 más	 importantes	 en	 el	 desarrollo	 de	 las	 nuevas	 neuronas	 es	 su	
maduración	 e	 integración	 	 en	 circuito	 trisináptico	del	 hipocampo.	Para	 evaluar	 el	 efecto	de	 la	







El	 análisis	morfométrico	 de	 la	 longitud	 y	 la	 ramificación	 dendrítica	 de	 las	 neuronas	
marcadas	con	los	retrovirus	PSD95‐GFP	se	llevó	a	cabo	como	se	detalla	en	el	apartado	2.8.5.1	de	
Material	y	Métodos.	En	primer	lugar	se	cuantificó	la	longitud	dendrítica	total	de	las	neuronas	de	
4	 semanas	 de	 edad,	 que	 resultó	 ser	 significativamente	 menor	 en	 los	 animales	 Tau‐/‐	 en	
comparación	con	 los	 ratones	WT	(WT=	790,5	±	26,7	µm;	Tau‐/‐=	611,6	±	24,3	µm)	 (p<0,001)	
(Figura	16	E).	A	continuación	se	analizó	la	ramificación	del	árbol	dendrítico	mediante	el	análisis	
de	Sholl,	que	consiste	la	cuantificación	del	número	de	intersecciones	del	árbol	dendrítico	con	una	







150	 (WT=	 22,2	 ±	 1,1;	 Tau‐/‐=	 18,7	 ±	 0,9	 intersecciones)	 (p=	 0,020),	 entre	 las	 150	 y	 las	 200								





Una	 vez	 estudiadas	 las	 neuronas	 de	 4	 semanas	 de	 edad,	 se	 procedió	 a	 efectuar	 los	
mismos	análisis	en	neuronas	ya	maduras	de	8	semanas	de	edad.	Los	resultados	mostraron	que	a	







una	 representación	 esquemática	 de	 las	 circunferencias	 concéntricas	 empleadas	 para	 el	 análisis	 de	 Sholl.	 (E‐F)
Representaciones	gráficas	de	 los	análisis	de	 longitud	dendrítica	de	neuronas	de	4	 (E)	 y	8	 semanas	de	edad	(F).	 La	
longitud	dendrítica	de	las	neuronas	de	4	semanas	de	edad	de	los	animales	Tau‐/‐	es	menor	que	la	de	los	WT,	pero	en	las	






















































respecto	 a	 los	 WT	 (Figura	 17	M).	 A	 continuación	 se	 estudiaron	 los	 niveles	 del	 receptor	 de	
glutamato	tipo	AMPA	GLUR1,	no	encontrándose	tampoco	diferencias	significativas	(Figura	17	N).	
Sí	 se	 observó,	 sin	 embargo,	 un	 aumento	 en	 la	 cantidad	 de	 la	 subunidad	 2b	 del	 receptor	 de	






mostraron	 que	 en	 ausencia	 de	 Tau	 la	 fosforilación	 de	 NR2B	 en	 Y1472	 se	 encuentra	
significativamente	reducida	(WT=	100,00	±	8,39;	Tau‐/‐=	72,83	±	6,14	%	respecto	a	la	media	de	
los	WT)	(p=	0,022)		(Figura	17	P).	
En	 resumen,	 los	 datos	 parecen	 indicar	 que	 la	 ausencia	 de	 Tau	 produce	 un	 aumento	

































Figura	18.	 Efecto	de	 la	 ausencia	de	Tau	 en	 los	 axones	de	 las	neuronas	 granulares	del	DG.	 (A‐B)	 Imágenes
representativas	de	la	inmunofluorescencia	(IF)	contra	GFP	(rojo)	de	neuronas	infectadas	con	retrovirus	PSD95‐GFP
(A)	 y	 ampliación	 de	 los	 terminales	 axónicos	 en	 CA3	 (B).	 Los	 núcleos	 aparecen	 teñidos	 con	 DAPI	 (azul).	 (C‐D)
Cuantificación	del	área	de	los	terminales	axónicos	en	CA3	de	neuronas	de	4	(F)	y	8	semanas	de	edad	(G).	(E)	Imagen
de	IF	de	los	axones	de	las	neuronas	granulares	del	DG	(fibras	musgosas)	marcados	con	el	anticuerpo	anti‐ZnT3	(rojo).








A	 continuación	 se	 llevó	 a	 cabo	 un	 análisis	 general	 mediante	 WB	 de	 la	 cantidad	 de	
proteína	 transportadora	 de	 zinc	 3	 (ZnT3),	 que	 se	 utiliza	 como	marcador	 específico	 de	 fibras	
musgosas	 (Figura	18	E)	 (Mitsuya	et	al.,	 2009),	 en	 el	 hipocampo	de	 ratones	Tau‐/‐	 y	WT.	 Los	
resultados	 mostraron	 que	 tampoco	 existen	 diferencias	 en	 la	 cantidad	 de	 ZnT3	 entre	 ambos	
genotipos	(Figura	18	F‐G).	
Por	último,	con	el	objetivo	de	profundizar	un	poco	más	en	el	estado	de	los	axones	de	las	














del	 área	 ocupada	 por	 terminales	 glutamatérgicos	 (vGLUT‐1)	 y	 GABAérgicos	 (GAD‐65),	 que	
constituyen	 la	 inervación	 mayoritaria	 de	 las	 neuronas	 granulares	 del	 giro	 dentado,	 en	 3	
subregiones	 diferentes	 de	 la	 capa	 molecular:	 capa	 molecular	 interna	 (IML),	 media	 (MML)	 y	
externa	(EML)	(Figura	19	A‐L).	
La	cuantificación	se	llevó	a	cabo	en	animales	de	4	meses	de	edad	(Figura	8,	grupo	A)	
como	se	detalla	 en	 el	 apartado	2.8.4	de	Material	 y	Métodos.	 Los	 resultados	mostraron	que	 en	
ausencia	de	Tau	se	produce	un	aumento	de	inervación	glutamatérgica	en	la	MML	(WT=	37,85	±	
0,57;	 Tau‐/‐=	 43,21	 ±	 1,49	 %	 área	 ocupada)	 (p=	 0,024)	 (Figura	 19	 M‐O).	 La	 inervación	
GABAérgica,	 por	 su	 parte,	 resultó	 ser	 también	 mayor	 tanto	 en	 la	 MML	 (WT=	 34,41	 ±	 0,13;													











proteínas	 presinápticas	 ‐GAD‐65,	 SNAP25	 (Synaptosomal‐associated	 protein	 25)	 y	 VAMP2	
(Vesicle‐Associated	Membrane	Protein	2)‐	en	el	hipocampo	de	estos	animales.	Como	se	aprecia	en	
la	 Figura	 20,	 no	 se	 encontraron	 diferencias	 significativas	 en	 la	 cantidad	 de	 ninguno	 de	 los	











mayor	 en	 los	 ratones	 Tau‐/‐.	 (P‐R)	 Representaciones	 gráficas	 de	 la	 cuantificación	 del	 %	 de	 área	 ocupada	 por
terminales	 GABAérgicos	 en	 la	 IML	 (P),	 MML	 (Q)	 y	 EML	 (R)	 de	 ratones	WT	 y	 Tau‐/‐.	 El	%	 de	 área	 ocupada	 por	






ratones	Tau‐/‐	y	WT.	 (C‐D)	WB	representativo	(C)	 y	 cuantificación	(D)	 de	 los	niveles	de	 la	proteína	SNAP25	en	el	
hipocampo	de	 ratones	Tau‐/‐	y	WT.	(E‐F)	WB	representativo	 (E)	y	 cuantificación	 (F)	 de	 los	niveles	de	 la	proteína	





1.6. La	 ausencia	 de	 Tau	 en	 ratones	 jóvenes	 provoca	 alteraciones	
comportamentales	de	tipo	emocional	
Se	ha	demostrado	que	el	hipocampo	desempeña	un	papel	crucial	tanto	en	procesos	de	
memoria	 y	 aprendizaje	 como	 en	 comportamientos	 de	 tipo	 emocional	 (ansiedad	 y	 depresión)	
(David	et	al.,	2010;	Deng	et	al.,	2010).	Así	pues,	nos	preguntamos	si	las	alteraciones	encontradas	
debido	a	la	ausencia	de	Tau	se	traducirían	en	algún	tipo	de	cambio	en	estos	comportamientos.				
Para	 comprobarlo,	 se	 llevó	 a	 cabo	 una	 batería	 de	 pruebas	 comportamentales	
relacionadas	con	la	función	hipocampal	en	ratones	de	4	meses	de	edad	(Figura	8,	grupos	A	y	H).	
Todas	 las	 pruebas	 comportamentales	 empleadas	 se	 detallan	 en	 el	 apartado	 2.5	 de	Material	 y	
Métodos.		
En	primer	lugar	se	sometió	a	los	animales	a	un	test	de	discriminación	de	patrones	(Novel	
Location	Preference	Test).	Este	 test	valora	 la	capacidad	de	 los	animales	de	 formar	patrones	de	
actividad	neuronal	distintos	para	diferenciar	dos	contextos	muy	similares.	El	análisis	de	los	datos	
no	mostró	 diferencias	 significativas	 en	 el	 tiempo	 que	 pasan	 los	 ratones	 explorando	 el	 objeto	




Figura	 21.	 Análisis	 comportamental	 del	 efecto	 de	 la	
ausencia	 de	 Tau	 en	 la	 memoria	 hipocampal:	 Novel	
Location	 Preference	 Test.	 Representación	 gráfica	 del	
índice	 de	 memoria	 (tiempo	 de	 exploración	 del	 objeto	
situado	en	la	nueva	posición/tiempo	de	exploración	total)	
de	 los	 ratones	WT	 y	 Tau‐/‐	 sometidos	 al	Novel	 Location	
Preference	 Test.	 No	 se	 encontraron	 diferencias	

















de	 Tau	 no	 produce	 alteraciones	 en	 la	 memoria	 hipocampal	 ni	 en	 comportamientos	 de	 tipo	
depresivo.	 Sí	 produce,	 sin	 embargo,	 un	 aumento	 en	 el	 comportamiento	 tipo	 ansiedad	 de	 los	
ratones.		
Figura	 22.	 Análisis	 del	 efecto	 de	 la	 ausencia	 de	 Tau	 en	 comportamientos	 de	 tipo	 emocional:	 depresión	 y
ansiedad.	(A)	Representación	gráfica	del	tiempo	de	inmovilidad	(segundos)	de	los	ratones	Tau‐/‐	y	WT	en	el	test	de
Porsolt.	El	tiempo	de	inmovilidad	de	los	ratones	Tau‐/‐	ante	el	estímulo	depresivo	no	es	significativamente	diferente	al
de	 los	WT.	(B)	Representación	gráfica	del	 tiempo	que	pasan	 los	ratones	Tau‐/‐	y	 los	WT	en	 los	brazos	abiertos	del
laberinto	durante	el	Elevated	Plus	Maze	Test.	Los	ratones	Tau‐/‐	presentan	un	mayor	comportamiento	de	tipo	ansiedad,






2. Efecto	 del	 enriquecimiento	 ambiental	 sobre	 la	
neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en	 un	 modelo	 murino	
deficiente	en	la	proteína	Tau		
Los	estudios	realizados	hasta	el	momento	aportan	información	acerca	del	papel	de	Tau	






















que	 los	 ratones	 de	 ambos	 genotipos	 interaccionaron	 de	 la	 misma	 manera	 con	 el	 ambiente.	
Además,	 el	 efecto	 estimulador	 general	 del	 EA	 sobre	 la	 neurogénesis	 hipocampal	 adulta,	
evidenciado	por	un	aumento	en	el	número	de	células	positivas	para	DCX	en	comparación	con	los	
animales	EC,	se	dio	también	en	ambos	genotipos	(WT	EC=	19237	±	1637;	WT	EA=	46980	±	3841;	






Así	 pues,	 de	 los	 resultados	 anteriores	 puede	 deducirse	 que	 todos	 los	 animales	
estabulados	en	condiciones	de	EA	interaccionaron	con	el	ambiente,	y	que	además	éste	tuvo	un	
efecto	modulador	positivo	en	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	de	todos	ellos.		


































células	 respecto	 al	 WT	 EC)	 (F1,30=	 104,14;	 p<0,001).	 Sin	 embargo,	 en	 esta	 población	 sí	 se	
encontraron	diferencias	significativas	entre	el	efecto	del	EA	en	animales	WT	y	Tau‐/‐	(F1,30=	7,15;	
p=	0,013),	siendo	el	incremento	en	el	porcentaje	de	supervivencia	tras	el	EA	significativamente	




























los	 ratones	Tau‐/‐	 sometidas	a	EA	durante	 su	proceso	de	maduración.	Para	ello	 se	analizaron	
neuronas	 de	 8	 semanas	 de	 edad	 que	 habían	 sido	 marcadas	 en	 el	 momento	 de	 su	 formación	
mediante	 la	 infección	con	retrovirus	PSD95‐GFP	(Figura	23	C,	grupo	G)	como	se	detalla	en	el	
apartado	2.3	de	Material	y	Métodos.	
2.2.1. En	 ausencia	 de	 Tau	 no	 se	 produce	 el	 aumento	 en	 la	 longitud	 y	 en	 la	
ramificación	dendrítica	que	tiene	lugar	en	las	nuevas	neuronas	de	los	animales	WT	
en	condiciones	de	EA	










(A‐D)	 Imágenes	representativas	de	 la	 inmunofluorescencia	(IF)	de	células	de	1	semana	de	edad	marcadas	con	CldU
(verde)	 en	 el	 giro	 dentado	 (DG)	 de	 ratones	WT	 y	 	 Tau‐/‐	 en	 condiciones	 de	 estabulación	 control	 (EC)	 (A‐B)	 y	 de	
enriquecimiento	ambiental	(EA)	(C‐D).	Los	núcleos	aparecen	marcados	con	DAPI	(azul).	(E)	Representación	gráfica	del	
%	de	células	CldU	positivas	respecto	al	WT	EC	en	el	DG	de	ratones	WT	y	Tau‐/‐	en	condiciones	de	EC	y	de	EA.	El	EA	









no	 tiene	ningún	efecto	sobre	 la	 tasa	de	proliferación	celular	ni	en	animales	WT	ni	en	Tau‐/‐.	Los	asteriscos	negros	
indican	diferencias	significativas	entre	animales	EC	y	EA:	***p<0,001.	Las	cruces	grises	indican	diferencias	significativas






















EA	 produce	 un	 aumento	 significativo	 de	 longitud	 dendrítica	 en	 los	 ratones	 WT	 pero	 no	 en	 los	 Tau‐/‐.	 (F)
Representación	gráfica	del	análisis	de	ramificación	dendrítica	(análisis	de	Sholl),	expresado	como	nº	de	intersecciones
en	 función	 de	 la	 distancia	 al	 soma,	 en	 cada	 grupo	 experimental.	 El	 EA	 produce	 un	 aumento	 significativo	 en	 la
ramificación	de	 las	dendritas	de	 las	neuronas	de	 los	 ratones	WT	en	el	 tramo	comprendido	entre	50	y	150	µm	de
distancia	 al	 soma,	 pero	 no	 produce	 cambios	 relevantes	 en	 los	 ratones	 Tau‐/‐.	 Los	 asteriscos	 de	 colores	 indican
diferencias	significativas	entre	el	grupo	de	ese	color	y	el	WT	EC:		*0,05	>	p	≥	0,01;	**0,01	>	p	≥	0,001.	Las	almohadillas
























±	 0,005	 µm2)	 (F1,6960=	 25,27;	 p<0,001).	 Sin	 embargo,	 en	 los	 animales	 Tau‐/‐	 esta	 disminución	
ocurrió	también	en	las	dendritas	de	2º	(Tau‐/‐	EC=	0,108	±	0,014;	Tau‐/‐	EA=	0,049	±	0,005	µm2)	































2.2.3. En	 ausencia	 de	 Tau	 no	 se	 produce	 el	 incremento	 en	 el	 tamaño	 de	 los	
terminales	 axónicos	de	 las	nuevas	neuronas	que	 tiene	 lugar	 en	 los	 ratones	WT	
sometidos	a	EA	
Además	de	modificar	sus	conexiones	postsinápticas	para	recibir	una	mayor	cantidad	de	
aferencias,	 otro	 punto	 importante	 de	 adaptación	 al	 medio	 en	 las	 neuronas	 son	 sus	 axones	 y	




























































































agudo	 producido	 por	 el	 test	 de	 Porsolt,	 que	 ya	 había	 demostrado	 anteriormente	 disminuir	 la	
supervivencia	de	las	nuevas	neuronas	generadas	en	el	hipocampo	(Llorens‐Martin	et	al.,	2011b).	
En	la	Figura	29	se	recogen	los	grupos	de	animales	utilizados	y	los	tratamientos	a	los	que	fueron	
sometidos.	Por	una	parte	 se	analizó	 la	 supervivencia	de	 subpoblaciones	de	 células	de	1,	4	y	8	
semanas	de	edad	marcadas	con	análogos	de	timidina	(grupos	H	e	I),	y	por	otra	parte	se	analizaron	












En	primer	 lugar	se	analizó	el	efecto	del	estrés	provocado	por	el	 test	de	Porsolt	en	 la	
supervivencia	de	poblaciones	de	células	marcadas	con	los	análogos	de	timidina	CldU	(células	de	
1	semana	de	edad)	(Figura	29,	grupo	H)	e	IdU	(células	de	8	y	4	semanas	de	edad)	(Figura	29,	
grupos	H	e	 I).	 La	 cuantificación	 del	 número	 de	 células	 se	 llevó	 a	 cabo	 como	 se	 detalla	 en	 el	
apartado	2.8.3	de	Material	y	Métodos,	y	los	resultados	se	muestran	como	porcentaje	de	células	
respecto	a	la	media	de	los	WT	NP.	



























CldU	 positivas	 respecto	 a	 los	WT	NP	 en	 el	 DG	 de	 ratones	WT	 y	 Tau‐/‐	 en	 condiciones	NP	 y	 P.	 La	 reducción	 en	 la	
















de	manera	más	 acusada	 en	 los	WT	 en	 las	 neuronas	 de	 1	 y	 4	 semanas	 de	 edad	 (neuronas	 en	
desarrollo)	y	de	igual	manera	en	las	de	8	semanas	de	edad	(neuronas	maduras).	
















del	 árbol	 dendrítico	 de	 las	 neuronas	 marcadas	 con	 los	 retrovirus	 siguiendo	 la	 metodología	
indicada	en	el	apartado	2.8.5.1	de	Material	y	Métodos.		
















±	0,20;	Tau‐/‐	NP=	2,31	±	0,62	 intersecciones)	(p=	0.009).	Sin	embargo,	 tras	el	 test	de	Porsolt	
mostraron	variaciones	en	la	ramificación	en	estos	tramos	que	los	situaron	en	valores	similares	a	
los	de	los	WT	(Figura	31	F).	Así	pues,	parece	que	el	estrés	producido	por	el	Porsolt	en	neuronas	











a	 sus	 controles	 Tau‐/‐	 NP.	 Los	 animales	 WT,	 sin	 embargo,	 sufrieron	 adicionalmente	 una	

























mismas	en	 las	dendritas	de	5º	orden	de	ramificación	dendrítica.	Dicho	aumento	 tuvo	 lugar	en	
ambos	 genotipos	 (WT	 NP=	 0,091	 ±	 0,007;	WT	 P=	 0,117	 ±	 0,006;	 Tau‐/‐	 NP=	 0,098	 ±	 0,005;											
Tau‐/‐	P=	0,129	±	0,006	µm2)	(F1,	5860=	23,37;	p<0,001)	(Figura	32	J).	
A	continuación	se	analizó	el	efecto	del	Porsolt	en	las	neuronas	maduras	de	8	semanas	











nº	 de	 intersecciones	 en	 función	 de	 la	 distancia	 al	 soma,	 de	 las	 neuronas	 de	 4	 semanas	 de	 edad	 en	 cada	 grupo	
experimental.	El	test	de	Porsolt	disminuye	la	ramificación	dendrítica	distal	de	las	neuronas	de	4	semanas	de	edad	en
















(WT	 NP=	 0.46	 ±	 0.06;	 WT	 P=	 0.28	 ±	 0.05	 PSDs/µm)	 (p=0,019),	 3º	 (WT	 NP=	 1.05	 ±	 0.08;																						
WT	P=	0.70	±	0.06	PSDs/µm)	(p=	0,003),	4º	(WT	NP=	1.37	±	0.09;	WT	P=	1,00	±	0.10	PSDs/µm)	
(p=	0,005),	y	5º	orden	(WT	NP=	1.66	±	0.12;	WT	P=	1.22	±	0.10	PSDs/µm)	(p=	0,003).	En	 los	






















































los	 niveles	 de	 diferentes	 proteínas	 postsinápticas	 en	 el	 hipocampo	 de	 ratones	 WT	 y	 Tau‐/‐	






controles	 (WT	NP=100,00	±	17,41;	WT	P=	18,79	±	4,43	%	respecto	a	 la	media	de	 los	WT	NP)	




Figura	 34.  Efecto	 del	 estrés	 agudo	 en	 la	 expresión	 de	 proteínas	 postsinápticas	 en	 ratones	WT	 y	Tau‐/‐:	
receptores	 de	 glutamato	 tipo	 AMPA.	 (A)	 Western	 Blot	 representativo	 de	 la	 expresión	 en	 el	 hipocampo	 de	 la
subunidad	GluR1	del	receptor	de	glutamato	tipo	AMPA	en	ratones	WT	y	Tau‐/‐	sometidos	(P)	o	no	(NP)	al	 test	de	


















Porsolt	 sobre	 el	 tamaño	 de	 los	 terminales	 axónicos	 fue	 distinto	 en	 los	 animales	WT	 y	 Tau‐/‐											




Finalmente,	para	completar	el	estudio	se	 llevó	a	 cabo	un	análisis	mediante	WB	de	 la	



















retrovirus	 PSD95‐GFP	 en	 animales	 WT	 y	 Tau‐/‐	 sometidos	 (P)	 o	 no	 (NP)	 al	 test	 de	 Porsolt.	 (A‐D)	 Imágenes	
representativas	de	la	inmunofluorescencia	(IF)	de	los	terminales	axónicos	de	neuronas	de	4	semanas	de	edad.	En	rojo
aparece	la	proteína	GFP	marcando	los	axones	y	los	terminales	axónicos.	(E)	Cuantificación	del	área	de	los	terminales	
axónicos	 de	 neuronas	 de	 4	 semanas	 de	 edad	 en	 cada	 grupo	 experimental.	 El	 test	 de	 Porsolt	 no	 produce	 cambios	
































La	 proteína	 Tau	 desempeña	 un	 papel	 clave	 en	 la	 formación	 y	 maduración	 de	 las	
neuronas	durante	el	desarrollo	embrionario	(Caceres	y	Kosik,	1990;	Dawson	et	al.,	2001;	Sapir	et	
al.,	 2012).	 En	 el	 ratón,	 tanto	 las	 isoformas	 mayoritarias	 como	 las	 modificaciones		




(Kosik	 et	al.,	 1989).	 Además,	 los	 niveles	 de	 fosforilación	 de	 Tau	 son	más	 elevados	 durante	 el	
desarrollo	embrionario	que	en	el	cerebro	adulto	en	condiciones	fisiológicas	(Brion	et	al.,	1993).	
Tanto	la	presencia	de	únicamente	3	repeticiones	como	el	hecho	de	que	los	niveles	de	fosforilación	





laboratorios	 han	demostrado	 la	 presencia	 de	Tau3R,	 así	 como	niveles	 de	 fosforilación	de	Tau	
elevados,	en	las	nuevas	neuronas	generadas	en	el	hipocampo	de	ratones	adultos	(Bullmann	et	al.,	
2007;	Fuster‐Matanzo	et	al.,	2009;Hong	et	al.,	2010;	Llorens‐Martin	et	al.,	2012).	Esto	sugiere	que	




Con	 estos	 antecedentes,	 la	 presente	 tesis	 pretende	 profundizar	 en	 el	 estudio	 de	 la	
implicación	de	Tau	en	el	proceso	de	neurogénesis	hipocampal	adulta.	Para	ello	se	ha	utilizado	uno	
de	 los	 modelos	 murinos	 deficientes	 en	 Tau	 más	 conocido	 (Dawson	 et	 al.,	 2001).	 Además	 de	
caracterizar	su	papel	en	condiciones	basales,	y	puesto	que	la	neurogénesis	adulta	es	ante	todo	un	
proceso	 plástico	 que	 permite	 la	 adaptación	 del	 individuo	 a	 los	 cambios	 del	 ambiente,	 se	 ha	





1. La	 proteína	 Tau	 no	 influye	 en	 la	 tasa	 de	 neurogénesis	
hipocampal	 adulta	 en	 condiciones	 basales,	 pero	 está	
implicada	en	la	maduración	de	las	nuevas	neuronas	
La	 neurogénesis	 adulta	 es	 un	 proceso	 continuo	 que	 abarca	 desde	 la	 división	 de	 las	
células	progenitoras	en	las	regiones	neurogénicas,	hasta	 la	 integración	funcional	de	las	nuevas	
neuronas	 en	 los	 circuitos	 preexistentes,	 pasando	 por	 todos	 los	 estadios	 intermedios	 de	











Los	 resultados	 de	 esta	 tesis	mostraron,	 en	 primer	 lugar,	 que	 la	 ausencia	 de	 Tau	 no	





con	 la	 etapa	 en	 la	 que	 se	 produce	 la	 especificación	 y	 la	maduración	 	 del	 axón	 y	 las	 dendritas	














calretinina	positivas,	 siendo	 ambos	marcadores	 característicos	de	 las	 etapas	de	neuroblasto	 y	














en	 el	 apartado	1.5.2	 de	 la	 Introducción,	 abarca	 todas	 las	 etapas	 de	maduración	morfológica	 y	
funcional	de	las	nuevas	neuronas.	Puesto	que	no	se	encontraron	alteraciones	en	ninguno	de	estos	
parámetros,	 y	 no	 se	 habían	 encontrado	 tampoco	 en	 los	 anteriores,	 se	 puede	 concluir	 que	 la	
proteína	Tau	no	parece	estar	implicada	en	la	regulación	de	la	tasa	de	neurogénesis	hipocampal	
adulta	en	condiciones	basales.	Sin	embargo,	aunque	 la	compensación	de	 la	 función	de	Tau	por	
otras	proteínas	de	unión	a	microtúbulos	durante	estas	etapas	madurativas	haga	que	el	número	de	
las	distintas	poblaciones	 celulares	no	 se	vea	 afectado,	no	es	posible	descartar	 la	 existencia	de	

















embargo,	 estas	 diferencias	 desaparecen.	 Así	 pues,	 se	 podría	 concluir	 que	 la	 ausencia	 de	 Tau	
produce	un	retraso	transitorio	en	la	maduración	del	árbol	dendrítico	de	las	nuevas	neuronas	que	
finalmente	 se	 normaliza	 al	 alcanzar	 el	 final	 del	 proceso	 de	 maduración	 morfológica	 a	 las	 8	
semanas	(Kempermann	et	al.,	2004;	Ge	et	al.,	2008;	Toni	y	Sultan,	2011).	En	relación	a	esto	es	
interesante	destacar	que	este	mismo	retraso	en	la	maduración	dendrítica	ya	había	sido	descrito	

















isoformas	 Tau3R,	 lo	 cual	 quiere	 decir	 que	 la	 función	 de	 Tau	 en	 esta	 etapa	 podría	 estar	 más	
relacionada	con	el	mantenimiento	estructural	del	citoesqueleto	que	con	la	plasticidad	del	mismo.		



















de	 Tau	 reduce	 específicamente	 la	 conectividad	 en	 las	 zonas	 distales	 del	 árbol	 dendrítico,	 que	
además	son	las	que	reciben	la	mayor	parte	de	las	aferencias	de	la	corteza	entorrinal	(Kharatishvili	
et	al.,	2006).	Esta	función	específica	de	la	proteína	Tau	en	la	maduración	sináptica	glutamatérgica	
podría	 tener	 que	 ver	 con	 su	 implicación	 en	 el	 tráfico	 intracelular	 de	 proteínas,	 y	 más	
concretamente	con	el	tráfico	de	la	quinasa	Fyn.		La	interacción	entre	Tau	y	Fyn,	así	como	el	papel	
de	Tau	en	la	localización	de	Fyn	en	las	PSDs,	 	ya	habían	sido	previamente	descritos	(Lee	et	al.,	
1998;	Mondragon‐Rodriguez	 et	al.,	 2012).	 La	 quinasa	 Fyn	 es	 la	 encargada	 de	 llevar	 a	 cabo	 la	
fosforilación	de	la	subunidad	NR2b	de	los	receptores	de	glutamato	tipo	NMDA.	Esta	fosforilación	
refuerza	la	interacción	de	los	receptores	con	la	proteína	PSD95,	siendo	dicha	interacción	lo	que	







un	 defecto	 en	 la	 localización	 de	 Fyn,	 analizamos	 mediante	 WB	 los	 niveles	 de	 NR2b	 y	 NR2b		
fosforilado	en	Y1472,	que	es	el	residuo	fosforilado	por	Fyn,	en	el	hipocampo	de	los	ratones	WT	y	
Tau‐/‐.	Los	resultados	mostraron	un	descenso	en	los	niveles	de	NR2b	fosforilado	en	ausencia	de	









área	 de	 las	 PSDs	 en	 las	 regiones	 proximales	 y	 medias	 del	 árbol	 dendrítico	 de	 las	 neuronas	
procedentes	 de	 la	 neurogénesis	 adulta.	 Sin	 embargo,	 la	 posibilidad	 de	 que	 otras	 poblaciones	
neuronales	contribuyan	a	dicho	aumento	en	los	niveles	totales	de	NR2B	no	puede	ser	descartada.			
A	continuación,	con	el	objetivo	de	determinar	si	estas	alteraciones	en	las	PSDs	de	los	
animales	 Tau‐/‐	 iban	 acompañadas	 de	 cambios	 en	 la	 señalización	 aferente	 que	 llega	 al	 DG,	
decidimos	 analizar	 mediante	 inmunofluorescencia	 el	 área	 ocupada	 por	 terminales	
glutamatérgicos	(vGLUT‐1	positivos)	y	GABAérgicos	(GAD‐65	positivos)	en	la	capa	molecular,	que	
es	donde	se	sitúan	las	dendritas	de	las	neuronas	granulares.	Los	resultados	mostraron,	en	primer	
lugar,	 un	 aumento	 de	 señalización	 glutamatérgica	 en	 la	 capa	molecular	media	 (MML),	 lo	 cual	
podría	 estar	 relacionado	 con	 el	mayor	 tamaño	 de	 las	 PSDs.	 En	 segundo	 lugar,	 se	 observó	 un	






este	 sentido,	 se	 ha	 demostrado	 que	 el	 factor	 neurotrófico	 BDNF	 ejerce	 parte	 de	 sus	 acciones	
estimuladoras	sobre	los	precursores	neurales	en	el	hipocampo	mediante	una	potenciación	de	la	
señalización	 GABAérgica	 (Waterhouse	 et	 al.,	 2012).	 Por	 todo	 ello,	 podría	 concluirse	 que	 el	
aumento	observado	en	los	niveles	de	GAD‐65	podría	estar	relacionado	con	un	posible	mecanismo	
compensatorio	encaminado	a	contrarrestar	los	posibles	efectos	de	la	ausencia	de	Tau.	Asimismo,	
este	 incremento	 en	 los	 niveles	 de	 GAD‐65	 podría	 estar	 relacionado	 con	 los	 efectos	
neuroprotectores	de	 la	 ausencia	de	Tau	demostrados	por	otros	grupos	de	 investigación	y	por	
nuestros	propios	resultados,	tal	y	como	se	comentará	más	adelante	en	este	apartado	de	Discusión.	
Como	 se	 ha	 discutido	 anteriormente,	 las	 nuevas	 neuronas	 han	 de	 integrarse	
funcionalmente	 en	 el	 circuito	 trisináptico	 para	 completar	 su	 proceso	 madurativo	 y	 ser	


























integración	 de	 las	 nuevas	 neuronas	 no	 fuera	 adecuada,	 cabría	 esperar	 cambios	 en	 el	









primer	 lugar	 al	 “Novel	 Location	 Preference	 Test”.	 Sin	 embargo,	 los	 resultados	 no	 mostraron	
diferencias	 entre	 los	 animales	 Tau‐/‐	 y	 los	 WT,	 de	 lo	 que	 se	 deduce	 que	 las	 alteraciones	
morfológicas	en	las	nuevas	neuronas	derivadas	de	la	ausencia	de	Tau	no	tienen	consecuencias	en	
la	 adquisición	 de	 este	 tipo	 de	 memoria,	 al	 menos	 a	 la	 edad	 a	 la	 que	 fueron	 evaluados	 estos	
animales.	 Estos	 resultados	 concuerdan	 con	 los	 obtenidos	 previamente	 para	 otras	 funciones	
cognitivas	en	este	mismo	modelo,	ya	que	se	había	descrito	que	los	ratones	Tau‐/‐	jóvenes	tampoco	
presentan	déficits	de	aprendizaje	en	el	“Morris	Water	Maze	Test”	(MWM)	(Roberson	et	al.,	2007;	























Test”	 (EPM)	 (utilizado	 para	 analizar	 comportamientos	 de	 tipo	 ansiedad).	 El	 análisis	 de	 los	
resultados	no	mostró	alteraciones	en	el	tiempo	de	inmovilidad	de	los	ratones	Tau‐/‐	en	el	test	de	
Porsolt,	lo	cual	indica	que	no	sufren	alteraciones	de	tipo	depresivo.	Sí	se	encontró,	no	obstante,	





ni	en	 la	exploración	de	 los	brazos	abiertos	del	EPM	(Ahmed	et	al.,	2014).	La	disparidad	en	 los	
resultados	relativos	al	efecto	de	la	ausencia	de	Tau	sobre	el	comportamiento	de	los	animales	en	
los	 distintos	modelos	 deficientes	 en	Tau	 es	 frecuente,	 pero	 recientemente	 se	 ha	 sugerido	que	
probablemente	sea	debido	a	los	diferentes	fondos	genéticos	utilizados	en	su	generación	(Lei	et	al.,	
2014).	Por	otra	parte,	en	un	modelo	animal	de	sobreexpresión	de	una	forma	patológica	de	Tau	en	












2. La	 proteína	 Tau	 está	 implicada	 en	 la	 regulación	 de	 la	
neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en	 respuesta	 al	
enriquecimiento	ambiental	
El	EA	se	definió	originalmente	como	la	estabulación	de	los	animales	en	unas	condiciones	
que	 favorecieran	 	 su	 interacción	 social,	 estimularan	 su	 plasticidad	 cerebral	 y	 mejoraran	 sus	
habilidades	cognitivas	y	sensorimotoras	(Rosenzweig,	1966).	Años	más	tarde	se	demostró	que	es	
un	potente	modulador	positivo	de	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	(Kempermann	et	al.,	1997),	





El	 protocolo	 de	 EA	 utilizado	 en	 esta	 tesis	 consistió	 en	 una	 mezcla	 de	 estimulación	






Sin	 embargo,	 todos	 los	 animales	 sometidos	 a	 EA	mostraron	 un	 incremento	 en	 el	 número	 de	
neuroblastos	(células	DCX	positivas)	en	comparación	con	los	animales	estabulados	en	condiciones	
control	(EC),	tal	y	como	ha	sido	reportado	de	manera	consistente	en	la	bibliografía	(Kempermann	
















neurogénesis	 adulta	 producido	 por	 el	 EA	 se	 debe	 tanto	 a	 una	 aceleración	 del	 proceso	 de	
diferenciación	 neuronal	 (Kronenberg	 et	 al.,	 2003;	 Leger	 et	 al.,	 2014)	 como	 a	 un	 mayor	
reclutamiento	de	neuronas	durante	el	proceso	de	selección	funcional	(Kempermann	et	al.,	1997;	
Kronenberg	et	al.,	2003).	Puesto	que	la	proteína	Tau	no	parece	estar	implicada	en	la	diferenciación	


















se	 ha	 descrito	 que	 el	 EA	 disminuye	 la	 actividad	 de	 GSK3β	 a	 través	 de	 la	 activación	 de	 la	 vía	
PI3K/AKT	mediada	por	BDNF,	y	que	esta	reducción	en	la	actividad	de	GSK3β	se	traduce	en	una	
menor	fosforilación	de	Tau	(Hu	et	al.,	2010;	Hu	et	al.,	2013).	Se	ha	sugerido	que	la	disminución	en	








Además	 del	 glutamato,	 otro	 neurotransmisor	 principal	 en	 la	 regulación	 de	 la	




menos	 durante	 la	 etapa	 de	 selección	 funcional	 de	 las	 nuevas	 neuronas.	 Es	 por	 ello	 que	 se	 ha	
sugerido	que	el	GABA	podría	cooperar	con	el	glutamato	en	este	proceso	(Ge	et	al.,	2008).	A	este	
respecto	 es	 interesante	 destacar	 que	 el	 EA	 en	 nuestro	 caso	 produjo	 un	 incremento	 en	 la	
neurotransmisión	GABAérgica	que	fue	menos	acusado	en	los	ratones	Tau‐/‐	que	en	los	WT,	lo	cual	
podría	 haber	 contribuido	 también	 a	 una	 menor	 eficacia	 en	 el	 reclutamiento	 funcional	 de	 las	
nuevas	neuronas.	Además,	tal	y	como	ha	sido	demostrado,	el	BDNF	parece	ejercer	parte	de	sus	
efectos	 neurotróficos	 mediante	 una	 potenciación	 de	 la	 neurotransmisión	 GABAérgica	 en	 las	
nuevas	neuronas	granulares	(Waterhouse	et	al.,	2012).	Como	se	ha	comentado	anteriormente,	es	
sabido	que	 el	EA	 incrementa,	 entre	otros,	 los	niveles	de	BDNF.	Cabe	pensar,	por	 tanto,	 que	el	
incremento	en	la	señalización	GABAérgica	descrito	en	esta	tesis	como	consecuencia	de	8	semanas	




cómo	el	 EA	 incrementa	 la	 longitud	y	 ramificación	dendrítica	 en	diversas	 regiones	del	 cerebro	
(revisado	 en	 (van	 Praag	 et	al.,	 2000)).	 Por	 lo	 tanto,	 nos	 propusimos	 evaluar	 si	 dichos	 efectos	
estimuladores	tenían	lugar	en	ausencia	de	Tau.	Los	resultados	de	los	análisis	morfométricos	de	
neuronas	 de	 8	 semanas	 de	 edad	 infectadas	 con	 retrovirus	 PSD95‐GFP	 mostraron	 que	 el	 EA	
produjo	un	aumento	en	la	longitud	y	en	la	ramificación	del	árbol	dendrítico	en	los	animales	WT,	














activadas	 se	 denomina	 long	 term	 potentiation	 (LTP)	 (Liu	 et	 al.,	 2004).	 Ambos	 procesos	 son	








distales	 en	 los	 ratones	WT	 tras	 el	 EA.	 En	 los	 animales	 Tau‐/‐,	 sin	 embargo,	 el	 EA	 produjo	 un	
descenso	en	el	número	de	PSDs	en	las	dendritas	de	5º	orden,	junto	con	una	disminución	general	








estimuladores	 del	 EA.	 Esta	 reducción	 en	 el	 número	 de	 PSDs	 en	 las	 dendritas	 distales	 resulta	
especialmente	interesante	porque,	como	se	comentaba	anteriormente,	estas	dendritas	son	las	que	












anteriormente,	 podría	 tener	 que	 ver	 con	 su	 interacción	 con	 el	 complejo	 PSD95/NMDAR/Fyn	
(Mondragon‐Rodriguez	et	al.,	2012).	Por	otra	parte,	la	contribución	de	Tau	a	la	LTD,	relacionada	









el	 EA,	 la	 transmisión	 de	 la	 información	 depende	 también	 de	 la	 plasticidad	 de	 los	 terminales	
axónicos	presinápticos	en	CA3.	Consecuentemente	con	lo	que	cabría	esperar	tras	un	aumento	en	
la	 demanda	 de	 actividad,	 el	 tamaño	 medio	 de	 los	 terminales	 axónicos	 de	 las	 neuronas	 de	 8	
semanas	de	edad	se	vio	aumentado	en	 los	animales	WT	tras	el	EA.	En	 los	animales	Tau‐/‐,	sin	
embargo,	 este	 efecto	 no	 se	 produjo.	 Aunque	 parezca	 paradójico	 dada	 su	 localización	
mayoritariamente	 axonal,	 el	 papel	 de	Tau	 en	 las	 estructuras	 presinápticas	 está	mucho	menos	
estudiado	que	en	las	postsinápticas.	Como	comentábamos	anteriormente,	la	ausencia	de	Tau	en	
los	 terminales	 axónicos	 de	 las	 nuevas	 neuronas	 no	 parece	 inducir	 cambios	 morfológicos	




la	 supervivencia,	 la	 dendritogénesis	 y	 la	morfología	 de	 los	 contactos	 sinápticos	 de	 las	 nuevas	
neuronas	que	ya	han	completado	su	proceso	de	maduración.		
3. La	 proteína	 Tau	 está	 implicada	 en	 la	 regulación	 de	 la	
neurogénesis	 hipocampal	 adulta	 en	 condiciones	 de	 estrés	
agudo	
El	 estudio	 de	 la	 neurogénesis	 adulta	 en	 condiciones	 patológicas	 es	 el	 campo	 que	 ha	
acaparado	 más	 atención	 desde	 su	 descubrimiento.	 La	 capacidad	 de	 renovación	 del	 cerebro	
plantea	 un	 nuevo	 campo	 de	 estrategias	 terapéuticas,	 pero	 para	 conocerlo	 en	 profundidad	 es	







Como	hemos	visto	anteriormente,	 la	proteína	Tau	 interviene	de	manera	crucial	en	 la	
modulación	de	 la	neurogénesis	que	 tiene	 lugar	 frente	a	estímulos	moduladores	positivos	 tales	
como	el	EA.	Así	pues,	con	estos	datos	nos	planteamos	la	posibilidad	de	que	Tau	estuviese	también	









2011).	 Por	 lo	 tanto,	 parece	 que	 la	 ausencia	 de	 Tau	 confiere	 una	 neuroprotección	 parcial	
específicamente	en	las	neuronas	que	aún	no	han	completado	su	proceso	de	maduración,	y	que	se	
ha	sugerido	que	podrían	ser	más	susceptibles	a	los	efectos	del	Porsolt.	Como	se	ha	comentado	en	
la	 Introducción,	 las	 nuevas	 neuronas	 granulares	 inmaduras	 poseen	 un	 menor	 umbral	 de	
activación	 y	 una	 mayor	 plasticidad	 sináptica	 que	 el	 resto	 de	 las	 neuronas	 granulares	 del	 DG	
(Schmidt‐Hieber	 et	al.,	 2004;	 Ge	 et	al.,	 2008).	 En	 condiciones	 fisiológicas	 estas	 características	
suponen	la	base	de	 funciones	tales	como	el	“behavioral	pattern	separation”	(Deng	et	al.,	2010;	
Aimone	et	al.,	2011;	Sahay	et	al.,	2011),	pero	en	condiciones	patológicas	esta	elevada	sensibilidad	




















las	 neuronas	 inmaduras	 de	 los	 animales	 Tau‐/‐	 podría	 deberse	 a	 una	muerte	 selectiva	 de	 las	
neuronas	menos	desarrolladas.	El	descenso	en	la	complejidad	dendrítica	de	las	neuronas	maduras	
en	los	animales	WT,	por	su	parte,	podría	estar	asociado	a	la	muerte	preferente	de	neuronas	muy	
desarrolladas	 con	 muchos	 receptores	 NMDA,	 y	 por	 tanto	 más	 sensibles	 a	 la	 excitotoxicidad	
glutamatérgica.	La	muerte	por	excitotoxicidad	glutamatérgica,	como	se	discutirá	en	detalle	más	
adelante,	está	íntimamente	relacionada	con	los	efectos	del	estrés	agudo	y	con	la	neuroprotección	


















adrenal	 (revisado	 en	 (Kempermann,	 2006)).	 Se	 ha	 descrito	 que	 la	 exposición	 aguda	 a	 niveles	
elevados	de	glucocorticoides	impide	la	diferenciación	de	las	nuevas	neuronas	granulares	(Wong	
y	 Herbert,	 2006),	 y	 el	 tratamiento	 con	 antagonistas	 de	 sus	 receptores	 previene	 la	 muerte	





adulta	 son	 dependientes	 de	 la	 actividad	 de	 los	 receptores	 NMDA	 (Cameron	 et	 al.,	 1998;	
Kempermann,	2006).	Esta	relación	entre	el	estrés	agudo	y	los	receptores	NMDA	podría	explicar	








Tau	 fue	 demostrada	 también	 en	 dos	 estudios	 independientes	 in	 vivo	 en	 los	 que	 utilizaron	
diferentes	modelos	 animales	 tanto	 para	 la	 inducción	 de	 la	 toxicidad	 β‐amiloide	 como	 para	 la	








hiperexcitabilidad	 y	 las	 alteraciones	 cognitivas	 causadas	 por	 el	 los	 efectos	 combinados	 del	 β‐
amiloide	y	un	exceso	de	Fyn	(Roberson	et	al.,	2011).		
Por	otra	parte,	es	interesante	recordar	que	las	neuronas	granulares	inmaduras,	además	
de	 receptores	 NMDA,	 expresan	 grandes	 cantidades	 de	 receptores	 AMPA	 (Garcia	 et	 al.,	 2004;	
















una	 vez	 han	 madurado	 continúa	 ejerciendo	 efectos	 neuroprotectores	 frente	 a	 los	 efectos	
negativos	del	estrés	sobre	su	morfología	dendrítica	y	sus	conexiones	sinápticas.		






granulares,	 pero	no	 tiene	 consecuencias	 sobre	 la	 tasa	de	neurogénesis	 hipocampal	 adulta.	 Sin	
embargo,	la	ausencia	de	Tau	atenúa	tanto	los	efectos	positivos	del	EA	como	los	efectos	negativos	
del	 estrés	 agudo	 sobre	 este	 proceso.	 Así	 pues,	 parece	 que	 la	 presencia	 de	 Tau	 resulta	
especialmente	necesaria	en	la	adaptación	de	la	neurogénesis	hipocampal	adulta	ante	cambios	del	
ambiente.		




funcionales,	 abarcando	 desde	 la	 disminución	 de	 la	 capacidad	 de	 adaptación	 del	 proceso	 de	


























muerte	 ni	 supervivencia	 celular	 de	 las	 nuevas	 neuronas	 granulares	 generadas	 en	 el	 giro	
dentado	(DG).	Tampoco	produce	alteraciones	en	la	expresión	de	marcadores	característicos	
de	los	distintos	estadios	de	diferenciación.		
2. La	 ausencia	 de	 proteína	 Tau	 produce	 un	 retraso	 en	 la	 maduración	morfológica	 del	 árbol	
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Abstract. We modified tau protein with boronic acid to facilitate its delivery into non neural or neural cultured cells lacking tau
protein. Our results indicate that the incorporated tau promotes the formation of cytoplasmic extensions in non-neuronal cells,
as well as the appearance of neurites in cultured tau knockout hippocampal neurons. In addition, boronated tau is incorporated
into hippocampal neurons of tau knockout mice after intracranial injection in vivo. These findings describe a novel method to
deliver exogenous tau protein into cells.
Keywords: Boronic acid, protein delivery, tau protein
INTRODUCTION
The main role of the cell membrane is to act as an
impermeable barrier, a role that is fundamental for cell
survival. As such, the cell membrane hinders the direct
delivery of proteins into a cell. However, intracellular
delivery of proteins can be achieved by binding the
proteins of interest (cargo proteins) to cell-permeating
peptides, of which several candidates have been pro-
posed, including: the transactivating transcriptional
activator (Tat) from the human immunodeficiency
virus [1, 2], the antennapedia homeodomain from
Drosophila [3], homeodomains from mice [4], and
homopolymers such as polyarginine [5]. These cell
permeable peptides may contain a higher proportion
of positively-charged amino acids (e.g., arginine), or
they may promote the formation of an amphipathic
-helical structure in a hydrophobic environment
(involving alternating patterns of polar and non-polar
amino acids). However, the suitability of these peptides
∗Correspondence to: Jesu´s Avila, Centro de Biologı´a Molecular
Severo Ochoa (CSIC-UAM), Calle Nicola´s Cabrera 1, Campus de
Cantoblanco UAM, 28049 Madrid, Spain. Tel.: +34 911964564; Fax:
+34 911964420; E-mail: javila@cbm.uam.es.
as intracellular vectors also depends on the characteris-
tics of the cargo to be delivered (e.g., size and charge),
which in many cases are unsuitable.
Recently, an alternative means of intracellular pro-
tein delivery was proposed that involves modification
of the protein prior to its delivery, promoting the forma-
tion of an ester with boronic acid [6]. Such boronated
proteins can then interact with cell membrane polysac-
charides and enter the cell (see Supplementary
Figure 1), as has been successfully demonstrated for
the delivery of bovine pancreatic ribonuclease A to
cultured mammalian cells [6]. In the present study, we
used this protein delivery method to introduce tau, a
cytoskeletal protein that plays a key role in Alzheimer’s
disease [7], into cultured cells. We found that boronated
tau promoted cytoplasmic extensions in non-neuronal
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the anti-Tau HT7 antibody from Thermo Scientific
(cat. N◦ MN100), the anti-tubulin antibody YL1/2
from Serotec (cat. N◦ MCA77G) and the anti-2-
tubulin antibody Ab196 previously characterized by
Armas-Portela et al. [8]. Alexa-conjugated secondary
antibodies were obtained from Invitrogen. DEAE cel-
lulose was obtained from Pharma Fine Chemicals and
GSK3 from Sigma (cat N◦ G1663). The human tau
protein containing exons 2, 3, and 10 was expressed
in bacteria (E. coli strain BL21 [9]) and purified as
described previously [10, 11].
Animals
Generation of the tau knockout mouse line has been
previously described [12]. Mice were maintained in
a temperature-controlled environment on a 12/12 h
light–dark cycle and with ad libitum access to food
and water. Mice were housed under standard laboratory
conditions in accordance with European Community
Guidelines (directive 86/609/EEC). All animals were
handled in strict accordance with good animal practice
as defined by the national animal welfare bodies (Uni-
versidad Auto´noma de Madrid and CSIC, the Higher
Scientific Research Council), and all animal work was
approved by the Bioethics Committee at the Centro de
Biologı´a Molecular “Severo Ochoa”.
Cell culture
African green monkey kidney fibroblast (COS-7)
cells were grown in Dulbecco’s modified Eagle’s
medium supplemented with 10% (vol/vol) fetal calf
serum, antibiotics (streptomycin and penicillin), and
glutamine (2 mM). When the cells reached 50 ± 60%
confluency, we added tau and boronated tau at
concentrations of 0.5 mg/ml for 4 h in Dulbecco’s
modified Eagle’s medium containing 5% fetal calf
serum.
Primary cultures of hippocampal neurons
Cells were obtained from the hippocampus of
C57BL/6 and tau-knockout mouse embryos on embry-
onic day 18 (E18) as described previously [13], with
minor modifications. Cells were dissociated using
the Papain Dissociation System (PDS; Worthington
Biochemical Corporation, Lakewood, NJ, USA), and
neurons were seeded on poly-L-lysine (100g/ml)-
coated plastic plates or glass coverslips and maintained
in B-27/N2 Neurobasal medium (Gibco, Grand Island,
NY, USA) supplemented with 0.5 mM glutamine and
antibiotics. The cells were then grown in a humidified
incubator at 37◦C and 5% CO2.
Analysis of cells bearing neurites
COS-7 cells treated with or without boronated tau
were fixed after 4 h. Processes with lengths equivalent
to two or more diameters of a cell body were scored as
cytoplasmic extensions. At least 100 cells were mea-
sured per culture and each experiment was repeated
tree times. Primary cultures of neuronal cells from
wild-type mice and homozygous tau knockout mice
were fixed after 8 h. Processes with lengths equivalent
to two or more diameters of a cell body were scored as
neurites. At least 100 cells were measured per culture
and each experiment was repeated tree times.
Cell death assay
Cell death was assayed using the LIVE/DEAD
viability/cytotoxicity kit (Invitrogen, Carlsbad, CA),
which labels live cells with calcein AM and cells
with a compromised plasma membrane integrity (i.e.,
dead cells) with ethidium homodimer-1. After stain-
ing, live (calcein-labeled, green) and dead (ethidium
homodimer-1-labeled, red) cells were visualized using
a Leica fluorescence microscope and images were
acquired. The number of dead cells in each condition
was expressed as a percentage of the total number of
cells. Tau and boronated tau were employed at concen-
trations of 0.5 mg/ml.
Immunocytochemistry
For confocal microscopy, cells were grown on glass
coverslips, fixed with 4% paraformaldehyde for 20 min
and washed with phosphate buffered saline (PBS). The
cells were then blocked with 1% FBS/0.1% Triton
X-100-PBS and the coverslips were washed again in
PBS. The washed coverslips were then incubated with
the following primary antibodies: HT7 (1:250) and
Ab196 (1:1000) for 2 h at room temperature, washed
again with PBS and incubated with the appropriate sec-
ondary antibody for 45 min. All the coverslips were
finally counterstained for 3 min with 4′,6-diamidino-
2-phenylindole (DAPI) (1:1000, Calbiochem-EMD
Darmstadt, Germany). After washing with PBS, the
coverslips were mounted with FluorosaveTM (Cal-
biochem, San Diego, CA). Confocal images were
obtained using a TCS SP5 Espectral Leica Confocal
microscope using an oil-immersion 63X objective with
sequential-acquisition setting.
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Electron microscopy
Samples were incubated on a carbon-coated grid
for 2 min and then stained with 2% (wt/vol) uranyl
acetate for 1 min. Transmission electron microscopy
was performed using a JEOL model 1200EX electron
microscope operated at 100 kV. Electron micrographs
were obtained at a magnification of 40,000X on Kodak
SO-163 film and they were digitized using an Eikonix
IEEE-488 camera with a pixel size equivalent to 7 A˚
in the specimen plane. Processing and measurements
were performed using Digital Micrograph 2.1 software
(Gatan). Several standards were used as controls when
obtaining measurements.
Tubulin polymerization
Temperature-dependent assembly of tubulin iso-
lated from cow brain [14] was achieved in one
microtubule polymerization cycle, after which tubu-
lin was isolated by phosphocellulose chromatography
[15]. The purified protein was mixed with recombinant
tau protein in its unmodified form and the mixture was
incubated for 30 min at 37◦C. Changes in the A350
absorbance were measured as previously described
[16] and the polymerized protein was separated from
the unpolymerized protein by centrifugation for 20 min
at 25◦C in a Beckman Airfuge at maximum speed. The
polymerized protein and the supernatant were further
analyzed in Western blots probed with the anti-tubulin
antibody YL1/2.
Tau boronation
Boronation of tau was performed over varying
durations as described previously [6] (see scheme in
Supplementary Figure 1). The localization of the mod-
ified residues was determined by mass spectrometry,
which revealed an increase of 113 Da per modified
residue that corresponded to the incorporation of 5-
amino-2-hydroxymethylphenyl boronic acid. In the
majority of experiments shown here, tau was boronated
for 30 min and after boronation, the protein was dia-
lyzed against 50 mM MES [pH 6.4], 1 mM EGTA,
0.5 mM MgCl2 (buffer A). After subjecting the tau to
chromatography in a DEAE cellulose column equili-
brated in the same buffer, it was eluted from the column
with buffer A also containing 1 M NaCl. Finally, prior
to use, boronated tau was dialyzed against a solution
containing 0.1 M MES [pH 6.4], 2 mM EGTA, and
1 mM MgCl2. Boronated tau was added to cell cultures
at a concentration of 0.1–0.5 mg/ml and it was used in
vivo at a concentration 1 mg/ml. In some experiments,
boronated tau was labeled with the sulfoindocyanine
dye Cy5 (Amersham Biosciences) using the protocol
provided by the commercial house.
In vivo delivery of boronated tau
Boronated human tau (1 mg/ml, 2L) was injected
into the hippocampal CA3 region of tau-knockout
mice. The point of injection in the CA3 with coordi-
nates (mm) relative to Bregma in the anteroposterior,
mediolateral, and dorsoventral planes were as follows:
−1.25, 1.5, and 1.5 respectively. Seven days after injec-
tion the mice were sacrificed and their brain removed.
Serial slices (400m) were obtained from the injec-
tion site and surrounding region and the distribution of
human tau was determined by immunofluorescence.
RESULTS
Boronation of tau in vitro
Boronate can be incorporated into the acidic,
glutamic, and aspartic residues of proteins. When con-
sidering the sequence of the largest human tau isoform
(see Fig. 1A) [17], we divided this into four regions
(exons 1–3, 4–8, 9–11, and 12–13) and identified 24
acidic residues in the first region, 14 in the second, 5 in
the third, and 13 in the fourth. To determine which of
these residues can be boronated, tau was incubated with
boronic acid [6] for varying periods and the modified
proteins were analyzed by mass spectrometry. When
tryptic peptides containing boronated residues were
analyzed (Supplementary Figure 2), their appearance
varied in function of the length of incubation (Fig. 1B).
After the longest incubation with boronic acid (40 h),
a total of 18 modified acidic (glutamic, E; aspartic,
D) residues were detected in the longest human tau
isoform.
Boronated tau facilitates the in vitro assembly of
tubulin into microtubules
As tau is a microtubule-associated protein, we inves-
tigated the effect of boronation on this particular
function of the protein. To this end, we performed
an in vitro analysis of tubulin assembly in the pres-
ence or absence of boronated tau. Tubulin assembly
was monitored by three different methods: A) by
analyzing changes in turbidity; B) by isolating and
quantifying the amount of assembled protein following
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Fig. 1. Localization of boronated residues in the tau molecule. A) The largest human central neurons system tau isoform was divided into four
regions containing exons 1–3, 4–8, 9–11, and 12–13 (vertical dotted lines). Tryptic peptides containing boronated residues are shown in shaded
boxes. B) Boronation was carried out for varying periods (5 min, 30 min, 6 h, 24 h and 40 h) and the modified residues identified. The residues
underlined appear in a modified form for the first time, at the times indicated.
centrifugation; and C) by electron microscopy analysis
of microtubule polymers.
The effects of the addition of unmodified and mod-
ified tau on an increase in tubulin solution turbidity
were assessed. Figure 2A shows how boronated tau did
not affect microtubule polymerization. Furthermore,
in the presence of both unmodified and boronated
tau, there was a similar increase in the number of
tubulin aggregates after centrifugation of the assem-
bled protein (Fig. 2B–D). No tubulin aggregates were
detected in the absence of exogenous tau and boronated
tau alone was not pelleted following centrifugation in
our experimental conditions. Finally, the formation of
polymerized microtubules was visualized by electron
microscopy and these structures were evident in the
presence of both unmodified and boronated tau, but
not in the absence of either tau protein (Fig. 2E–G).
Boronated tau can be delivered into cultured
mammalian cells without toxic effects
The addition of boronated tau (incubated for 24 h
with boronic acid) to cultured COS-7 cells exerted no
toxic effects and it did not affect cell viability (Table 1).
Confocal microscopy analysis revealed that the modi-
fied form of tau (incubated for 6 h with boronic acid)
was internalized by the COS-7 cells, and it was dis-
tributed in a punctuate pattern (Fig. 3Ab and Ab). This
pattern resembles that described following the deliv-
ery of boronated RNase A [6] and it may reflect the
uptake of the protein by endocytosis upon binding to
cell-membrane polysaccharides.
The presence of boronated tau in COS-7 cells
increases the formation of cytoplasmic extensions
One of the main functions of tau is to stabilize the
assemblies of microtubules in cultured cells [18], an
effect that may result in the formation of cytoplasmic
extensions [19]. When we quantified the number of
these extensions following the addition of boronated
tau to cultured COS-7 cells (Fig. 3B), a higher
percentage of cells exposed to boronated tau bore cyto-
plasmic extensions (equal or longer than twice the
diameter length of a cell nucleus) than in untreated
cultures.
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Fig. 2. Boronated tau facilitates tubulin assembly. A) Turbidity upon microtubule polymerization in the presence or absence of tau protein.
Phosphocellulose-purified rat tubulin (2 mg/ml) was mixed with unmodified tau (0.3 mg/ml) or boronated tau (0.5 mg/ml) in a buffer containing
0.1 M MES [pH 6.4], 2 mM EGTA, 1 mM MgCl2 and 0.1 mM GTP. The mixture was incubated for 30 min at 37◦C and the absorbance at 350 nm
was measured at the beginning (zero value) and end of the incubation. The data represent the mean values from three different experiments.
Soluble and polymerized tubulin incubated in the presence or absence of boronated tau was fractionated by centrifugation for 5 min at 150,000×
g in a Beckman Airfuge at room temperature: *p < 0.05. B) Gel electrophoresis of Supernatant (S) and Pelleted (P) protein from the mixture
containing tubulin and boronated tau, stained with Coomassie Blue. C) Supernatant (S) and pellet (P) of the mixture containing tubulin alone. D)
Supernatant (S) and pellet (P) of the mixture containing boronated tau alone (1.5 mg/ml) in the same buffer. Microtubule polymers assembled
in the presence of boronated tau. E) Using the protocol described above, incubation of unmodified tau and tubulin resulted in the formation
of microtubules. F) A similar result was observed for the mixture of boronated tau and tubulin. G) In the absence of tau, purified tubulin was
unable to assemble into microtubules.
Table 1
Analysis of cell viability in COS-7 cells
Treatment Green (alive) Red (death)
Boronic acid (see Methods) 550 ± 12 10 ± 2
Tau 600 ± 14 20 ± 3
Boronated Tau 650 ± 16 23 ± 4
Phospho Tau 550 ± 13 13 ± 2
Boronated tau is incorporated into hippocampal
neurons of tau knockout mice
We next delivered boronated tau to cultured hip-
pocampal neurons from wild type and tau-deficient
mice. The appearance of neurites is delayed in hip-
pocampal neuronal cultures of tau-deficient mice with
respect to wild type neurons [12, 20] and after 8 h in
culture, we detected neurites on 42% of wild type neu-
rons but on only 18% of tau-deficient neurons. When
cells were cultured in the presence of boronated tau
(Fig. 4A, right panels), the percentage of wild type
neurons bearing neurites increased to 65%, while neu-
rites were also evident on 52% of tau-deficient neurons
(Fig. 4B). These tau-deficient neurons readily incor-
porated boronated tau (Fig. 4A), whereas unmodified
tau was only incorporated into approximately 1% of
neurons (data not shown). In the latter cells, the incor-
poration of unmodified tau may be explained by the
interaction of unmodified tau with muscarinic cell
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Fig. 3. Boronated but not unmodified tau is incorporated into non-neuronal cells. A) COS-7 cells were incubated in the absence (a) or presence
(b) of unmodified or (c) boronated tau. Tau incorporation in COS-7 cells was monitored using an antibody (HT7 in green) raised against human
tau. The localization of microtubules and nucleus was determined by immunofluorescence with antibody Ab196 against 2-tubulin and DAPI,
respectively. B) Number of cytoplasmic extensions (equal or longer than twice the diameter length of the cell nucleus) in control cells (c) or
treated with unmodified tau (tau) or boronated tau (B-Tau). C) High magnification showing partial co-localization (arrows) of boronated tau
(red) with microtubules (green). Here boronated tau was labeled with Cy5 as described in materials and methods.
Fig. 4. Incorporation of boronated tau into hippocampal neurons from wild type (wt) and tau-knockout (tau k.o.) mice. A) Mouse wild type
or tau-knockout hippocampal neurons were cultured in the absence (control) or presence of human boronated tau (B-Tau) and the number of
cells bearing neurites was quantified after 8 h (stage 2 according to the classification system of Banker and colleagues [24]. B) Quantification
of neurite-bearing neurons in absence (control) or presence of boronated tau (B-Tau): *p < 0.05 versus wild type.
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Fig. 5. Incorporation of boronated tau in vivo. A) Boronated human tau (1 mg/ml) was injected into the hippocampal CA3 region of tau-knockout
mice. The point of injection in the CA3 with coordinates (mm) relative to Bregma in the anteroposterior, mediolateral, and dorsoventral planes
were as follows: −1.25, 1.5 and 1.5, respectively. Seven days after injection mice were sacrificed and their brain removed. Serial slices, 1 to 5
(400m), were obtained from the injection site and surrounding region and the distribution of human tau was determined by immunofluorescence
(in red). B) Boronated tau was incorporated into neurons (see arrow), identified by the neuronal marker, NeuN (green). C, D) Tau was not detected
in glial cells, identified using the astrocyte marker GFAP (green in C; arrows show a cell stained for tau but not with abGFAP) or the microglia
marker IBA-1 (green in D; arrows show a cell stained for tau but not with IBA-1).
receptors present on neurons, which could facilitate
its internalization inside the cell [21] along with the
receptor itself [22].
In vivo delivery of boronated tau
Finally, we attempted to deliver boronated tau into
the brain of tau-deficient mice in vivo [12]. Boronated
human tau was injected intracranially into the hip-
pocampus (CA3; Fig. 5A) and its incorporation into
cells was analyzed by immunofluorescence. Tau was
mainly incorporated into neurons and, in some neu-
rons, we detected co-localization of human tau and the
neuronal marker NeuN (Fig. 5B). By contrast, we did
not found a co-localization of human tau with glial
markers (Fig. 5C, D).
After injection of boronated tau, three distinct
neuronal populations were observed: 1) a group of
neurons that failed to incorporate boronated tau or
that incorporated less tau than could be detected
by immunofluorescence; 2) a second population of
healthy neurons that incorporated boronated tau; and
finally, 3) a third population of neurons that incor-
porated significantly more boronated tau and that
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appeared to exert toxic effects, evident as decreased
NeuN expression.
DISCUSSION
Boronation is a rapid chemical procedure that mod-
ifies several acidic residues in the tau molecule within
minutes. As tau is an intrinsically disordered pro-
tein, we expected that the most modified regions
would correspond to those containing more acidic
residues. However, after dividing the tau molecule
into four regions containing different proportions of
acidic residues, we observed a similar degree of
boronic acid incorporation in all regions. This sug-
gests that specific regions of the tau molecule are more
accessible to the boronate moiety than others. After
30-min incubation with boronic acid, modifications
were observed in the two residues of the first and sec-
ond tubulin-binding repeats. Although these repeats
have the highest capacity to bind to microtubules in
vitro [23], this modification had no effect on the abil-
ity of tau to bind tubulin and boronated tau facilitates
microtubule assembly.
We found that boronated tau was incorporated into
cultured non-neuronal cells and once inside the cell,
it appeared to facilitate the formation of cytoplasmic
extensions in a manner similar to that described for
unmodified tau in non-neuronal cells [19]. Surpris-
ingly, our preliminary results suggest that boronation
of tau impaired its phosphorylation in vitro by GSK3.
Indeed, some boronization sites (E264, E358 and
D402) are close to major phosphorylation sites (S262,
S356 and S404). In its phosphorylated form, the abil-
ity of tau to bind to microtubules may be dampened
and it may be more toxic [7]. Our results suggest that
the intracellular delivery of boronated tau could pre-
vent the formation of phosphorylated tau and promote
certain tau functions, such as microtubule assembly.
Intracellular delivery of boronated tau also facil-
itated the formation of neurites, mainly in cultures
from hippocampal neurons of tau-deficient mice. We
have also demonstrated in vivo delivery of boronated
tau. Thus, we injected a highly concentrated tau solu-
tion (1 mg/ml) into the brain of tau-deficient mice
to ensure that there was sufficient delivered protein
that could be detected by immunofluorescence. How-
ever, high intracellular tau concentrations may be toxic
and accordingly, a compromise must be reached when
administering boronated tau in vivo to minimize such
toxicity. In our experimental conditions, we observed
three distinct neuronal populations: one containing an
excess of tau; another in which less tau had been
incorporated; and a third population that failed to incor-
porate tau. Thus, further studies will be necessary to
devise a method for uniform in vivo delivery of tau
with minimal toxic effects.
Taken together, the findings presented here describe
a novel method to deliver tau protein into cells, demon-
strating that exogenous tau has the capacity to induce
neurite formation. These findings have significant
implications for conditions in which tau function is
dysregulated, as occurs in tauopathies like Alzheimer’s
disease.
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ABSTRACT: Tau protein could appear like a family of multiple isoforms rising by alternative splicing of its 
nuclear RNA or by different posttranslational modifications. The levels (or proportion) of these different tau 
isoforms could change in different neurons during development, aging or disease (tauopathies) in mammals. It 
is discussed that in some disorders there is a gain of toxic function of modified tau, due to the phosphorylation 
or aggregation of tau protein. These phenotypic changes are mainly found in aging organisms. On the other 
hand, loss of tau function could facilitate the appearance of some defects (related to iron toxicity) in aging 
animals lacking tau. 
 





Tau is a microtubule associated protein mainly present in 
neurons. There is a unique human tau gene located on 
chromosome 17 [1]. The chromosome loci17q 21.31, 
where gene tau is present, contains a common inversion 
polymorphim of around 900kb. It results in the presence 
of two different haplotypes for tau gene (MAPT). These 
haplotypes are known like H1 and H2 haplotypes. The 
first, H1, haplotype is associated with an increased 
expression of tau protein. Thus, an important feature 
about tau genetics is the presence of these two 
haplotypes, H1 and H2, in which there is an inversion of 
a segment, containing tau gene, in H2 chromosome with 
respect to its H1 counterpart [2]. Also, copy number 
variations affecting tau gene involving partial deletion 
and complete duplication of the gene have been 
described [3].  
Tau gene is transcribed into nuclear RNA. This 
nuclear RNA yields different mRNA species by 
alternative splicing to generate a protein family of 
different tau isoforms containing different number of 
exons [4]. In the central nervous system, there are 
different tau isofoms containing or lacking exons 2, 3 
and 10 [5]. Mainly, the characteristics of those tau 
isoforms containing or lacking exon 10 have been 
compared, because exon 10 encodes for one of the tau 
regions involved in the binding of tau to microtubules. 
Indeed, there is a cluster, in tau protein, of four 
microtubule binding regions containing similar but not 
identical sequences of 31 or 32 residues [6] and the third 
one of them is encoded by exon 10 (Figure 1). Thus, 
depending on the presence or absence of exon 10, there 
is a tau isoform containing four (tau 4R) or three (tau 
3R) microtubule binding regions, being the binding of 
tau 4R to microtubules stronger than that of tau 3R. 
In this review, we will comment on the function of 




In the first studies, tau was discovered as a microtubule 
associated protein and by analysis in vitro, or in cultured 
cells, it was described that tau facilitates tubulin 
assembly into microtubules [7]; that tau stabilizes 
polymerized microtubules [8-10]; or that tau could 
suppress microtubule dynamics [11]. Also, tau binding to 
microtubules appears to be through its interaction with 
protofilaments and, recently, has been suggested that tau 
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protein could diffuse along the microtubule lattice [12]. 
Tau protein shares some of these features with other 
microtubule associated proteins (MAPs). However, there 
are some specific differences between tau and other 
MAPs. One of these differences is the appearance of tau 
during neuron development. Tau is expressed later than 
other MAPs during development as it appears in the 
neuron when the developing cell is closed to the time 
required for maturation and when the newborn neuron is 
almost ready to contact with other neurons [13]. 
Other specific functions for tau protein have been 
suggested. The functions involve the binding of tau to 
some proteins related to axonal transport [14-16]; the 
binding of tau to proteins involved in tubulin acetylation 
[17, 18]. Tau could also bind to dendritic proteins [19], 
or to mitochondria [20, 21]. 
To study tau function in a living organism, mice 
lacking tau have been raised to compare their phenotype 
with that of wild type (wt) mice [22, 23]. Young mice 
lacking tau are viable and with a similar phenotype to 
that of wt mice, showing only minor differences in 
behavior [24] or gene expression [25]. However, some 
changes have been found in aged animals (see below). 
To explain the viability of tau deficient mice, it has been 
suggested that the lack of some tau functions, like 
microtubule stability could be compensated, by the 







Figure 1. Scheme of tau molecule. Upper part is showing the longest central nervous system human tau isoform. In 
gray, the presence of two exons (2 and 3) is indicated and, in black, that of the four similar, but not identical (R1 to R4) 
tubulin binding regions. Lower part shows tau molecule divided in four parts. (A) Indicates the most variable parte of 
the molecule, when tau molecules from different organism are compared. (B) Shows a proline rich region that could be 
highly modified by phosphorylation. (C) Indicates the tubulin binding region. (D) Shows the C-terminal region that 
could be also modified by phosphorylation, at several residues. Inset shows the shortest and longest human tau 




Tau in neuron development 
 
As previously indicated, tau is expressed later than other 
MAPs during neuron development, being fetal tau 
mainly composed of tau 3R isoforms. Also newborn 
cells, raised in adult neurogenesis at the dentate gyrus, 
contain a high proportion of tau 3R isoforms [26]. In 
addition fetal tau could be highly modified by 
phosphorylation not only during development [27], but 
also in adult neurogenesis [28]. Later on, adult neurons 
contains tau isoforms with exon 10 (tau 4R) and with a 
lower level of phosphorylation compared to that of fetal 
tau. 
Tau and neuron aging 
 
The age for many of the central nervous neurons of a 
mammal, like human or mouse is that of the age of the 
organism. Only there are some few younger neurons that 
arise in the adult organism in some specific sites, like 
dentate gyrus, but mainly the majority of neurons aged 
with their organisms. A consequence of that aging is an 
increase of neuron vulnerability to oxidative damage, a 
damage that could result in the appearance of 
peroxidation products [29] that could modify tau protein 
[30, 31], a modification that could facilitate tau 
aggregation [32, 33]. Also during aging, brain changes in 
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mitochondria could take place [34] and it has been 
described that a mitochondrial protein, DRP1, involved 
in mitochondrial fission, could abnormally bind to tau, 
promoting neurodegeneration through mitochondrial 
dysfunction [21]. 
Aging is the main risk for several neurodegenerative 
disorders like Alzheimer or Parkinson disease. In 
Alzheimer disease (AD) is well known, from long time 
ago, that there is an increase in the amount of tau, an 
increase in tau phosphorylation and an increase in tau 
aggregation in the brain of the patients affected with the 
disease [35]. It appears that the increase in the amount of 
tau is not due to an increase in the synthesis of the 
protein but to an impairment of its degradation by the 
proteasome or by autophagy pathways [36]. In the 
process of tau degradation, some heat shock proteins 
could be involved [37] to coordinate tau homeostasis or 
function in an isoform specific manner [38]. Recently, it 
has been suggested that a posttranslational modification, 
tau acetylation, may also decrease tau degradation 
because acetylation of some lysine residues in tau 
molecule could prevent their ubiquitination, a 
modification that could be required for the degradation 
of tau via proteasome [39, 40]. 
In AD tau becomes increasingly phosphorylated at 
many different sites [41]. This phosphorylation may 
detach tau from microtubules and facilitate itsself 
aggregation [42]. Tau could be modified by several 
kinases and dephosphorylated by several phosphatases 
[27]. One of the main tau kinases is GSK3, a kinase that 
could be activated by the presence of beta amyloid 
peptide, probably in oligomeric form [43-46]. Not only 
tau phosphorylation could facilitate tau aggregation but 
also other modification, tau truncation, could induce the 
aggregation of tau [47, 48]. On the other hand, the 
possible toxic role of filamentous tau aggregates is under 
discussion [48]. 
Intracellular phosphorylated tau could be toxic [49], 
but also amyloid peptide toxicity could be modulated by 
tau protein [50-53]. In other neurodegenerative 
disorders, tauopathies, there is also the presence of 
phosphotau and tau aggregates that could be toxic for 
neurons. Different tau aggregates and filaments (paired 
or straight) could be present in different diseases, raising 
by different composition of tau isoforms (tau 3R and tau 
4R) or by different posttranslational tau modifications 
[32, 54] in those tau aggregates. Also, the presence of tau 
mutations could be the primary cause for the onset of 
some of these diseases [26, 35]. 
In Parkinson disease, the absence of tau function 
could contribute to toxic iron accumulation in areas like 
the substantia nigra. It has been indicated that tau 
couples with amyloid precursor protein to export iron 
from neuronal cells [55] and the absence of tau function 
may result in iron accumulation, an accumulation that 
could be toxic in old animals. 
A consequence of the neuron toxicity in these 
neurodegenerative disorders is the presence of neuron 
death and, intracellular tau could be released to the 
extracellular space where it could be toxic to the 
surrounding neurons [56]. 
Toxicity of extracellular tau 
 
Extracellular tau, raised after neuron death, could 
become toxic after binding to specific cell receptors 
present in surrounding neurons. These receptors have 
been identified as the muscarinic M1 and M3 receptors 
[57, 58]. The result of that interaction of tau with 
muscarinic receptors is an increase in intracellular 
calcium [59].  
On the other hand, it has been reported that tau 
spreading from neuron to neuron could take place in the 
absence of neuron death in an exocytosis-endocytosis 
manner in cell or animal models [60, 61]. More recently, 
it has been suggested that tau could be transferred from 
one neuron to neighboring neurons through synaptic 
contacts [62, 63]. To study if any of these ways for tau 
spreading, from neuron to neuron, may take place in 
humans, a preliminary study based in the analysis of the 
nature of tau protein, present in cerebrospinal fluid of 
Alzheimer disease patients was carried out. The result of 
this analysis showed that uncoated tau (probably arising 
from neuron death), but also vesicle secreted tau 
(compatible with the transfer from neuron to neuron 
through exocytosis and endocytosis) are present in the 
cerebrospinal fluid of AD patients [64]. 
In summary, tau protein, the product of a single 
gene, could yield to the formation of different isoforms 
by alternative splicing of its nuclear RNA or by 
posttranslational modifications. The level of these tau 
isoforms could change during the development, aging or 
disease in mammals. In this way, aging is the main risk 
for the onset of several neurodegenerative diseases 
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Abstract Neuronal action potentials are generated
through voltage-gated sodium channels, which are tethered
by ankyrinG at the membrane of the axon initial segment
(AIS). Despite the importance of the AIS in the control of
neuronal excitability, the cellular and molecular mecha-
nisms regulating sodium channel expression at the AIS
remain elusive. Our results show that GSK3a/b and
b-catenin phosphorylated by GSK3 (S33/37/T41) are
localized at the AIS and are new components of this
essential neuronal domain. Pharmacological inhibition of
GSK3 or b-catenin knockdown with shRNAs decreased the
levels of phosphorylated-b-catenin, ankyrinG, and voltage-
gated sodium channels at the AIS, both ‘‘in vitro’’ and ‘‘in
vivo’’, therefore diminishing neuronal excitability as
evaluated via sodium current amplitude and action poten-
tial number. Thus, our results suggest a mechanism for the
modulation of neuronal excitability through the control of
sodium channel density by GSK3 and b-catenin at the AIS.
Keywords b-catenin  Axon initial segment  GSK3 
AnkyrinG  Sodium channels
Introduction
After axonal specification, the development of the axon
initial segment (AIS), characterized by a high density of
voltage-gated Na? and K? channels, is critical in initiating
and modulating action potentials [1, 2]. These ion channels
and other AIS membrane proteins, such as neurofascin, are
tethered by intracellular proteins, such as ankyrinG or
PSD-93 [3–6]. The cytoskeleton of the AIS is characterized
by ultrastructural features such as dense F-actin microfil-
aments or fasciculated microtubules, which are resistant to
detergent extraction and display a higher degree of tubulin
acetylation and detyrosination [7–11]. These characteristics
confer on the AIS the ability to act as a barrier to mem-
brane diffusion [11] and to cytoplasmic traffic [12, 13].
However, the signaling pathways regulating AIS functional
maintenance remain largely unknown. AnkyrinG is nec-
essary for maintaining the AIS [14] and seems to be
essential for maintaining microtubule properties at the AIS
[15] like CK2 and HDAC6 [9, 10].
GSK3 is a key kinase downstream of multiple regulatory
pathways, and regulates microtubule dynamics, neuronal
differentiation, axon guidance, axonal protein transport,
as well as ion channel activity [16–19]. In addition to its
function in regulating microtubule dynamics, GSK3 can
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phosphorylate proteins detected at the AIS, such as the
GABA receptor scaffolding protein gephyrin [20]. GSK3 also
has an important function in b-catenin regulation, a multi-
faceted protein involved among other functions in cell
structure.
b-catenin has been implicated in adhesion or transcription
[21]. The regulation of these different functions is complex
and controlled by differential phosphorylation of b-catenin or
distinct protein interactions in different subcellular com-
partments. For example, a minor pool of b-catenin is
phosphorylated by GSK3b at S33, S37, and T41 [22], ubiq-
uitinated after interaction with bTrCP E3 ligase and degraded
by the proteasome [23]. However, recent studies have shown
that b-catenin-pS33/37/T41 may not only be involved in
degradation but also in determining signaling functions
[24, 25]. In epithelial cells, b-catenin phosphorylated by
GSK3 is localized at tight junctions 24, associated with APC
at the leading edge of migrating cells [24], and is involved in
microtubule re-growth at the centrosome [26]. b-catenin also
forms a complex with N-cadherin, dynein/dynactin/p150,
and the EB1 microtubule plus end protein at adherent junc-
tions [27]. Besides cadherins, many b-catenin-binding
proteins belong to the family of microtubule-related proteins
[28]. In neurons, b-catenin has been reported to be a critical
mediator of dendritic morphogenesis [29] and axonal growth
[30]. b-catenin knock-out mice dye in early embryonic
development [31] and several conditional b-catenin knock-
out have significant impaired craneo-encephalic develop-
ment or cortical and hippocampal development [32].
Moreover, b-catenin is also a binding partner of APC, a
microtubule-binding protein and can regulate the level of
APC clusters in neurite tips [33]. b-catenin also interacts with
Ca2?-activated K? channels in presynaptic active zones [34].
In the present study, we found that b-catenin phosphory-
lated at S33/S37/T41 is progressively accumulated at the AIS
during neuronal development. b-catenin-pS33/37/T41 teth-
ered at the AIS shares the same characteristics as other AIS
proteins, and its concentration at the AIS depends on the
microtubule cytoskeleton. Moreover, we describe that GSK3
is localized at the AIS, and its inhibition, as well as the
reduction of b-catenin expression by specific shRNAs, affects
the normal clustering of ankyrinG and voltage-gated sodium
channels at the AIS and reduces neuronal excitability. In
conclusion, our results show that b-catenin and GSK3 play a
role during functional maturation of the AIS.
Materials and methods
Cell culture
All protocols were approved by the institutional animal
care and use committee following the guidelines of the
Council of Europe Convention ETS123, recently revised as
indicated in the Directive 86/609/EEC. Hippocampal and
cortical neurons were prepared as previously described
[35]. The cells were plated on polylysine-coated coverslips
(1 mg/ml) at a density of 7,500 cells/cm2. 5 lM 1-b-D-
arabinofuranosylcytosine (AraC) was added after 2 days in
culture. For biochemical experiments, cortical neurons
were plated at a density of 100,000 cells/cm2, and cultured
for 48 h. For the culture of neurons beyond 6 DIV, neurons
were plated at a density of 5,000 cells/cm2 and transferred
to dishes containing astrocytes. Primary hippocampal
neurons were nucleofected using the Amaxa nucleofector
kit for primary mammalian neural cells (Amaxa Biosci-
ence) according to the manufacturer’s instructions.
Nucleofection was performed using 3 lg total DNA and
3 9 106 cells for each nucleofection. Nucleofection effi-
ciency was around 15 % of neurons, based on RFP protein
expression.
Murine neuroblastoma N2a were originally obtained
from the American Type Cell Culture (Neuro-2A, Refer-
ence: CCL131) and were grown at 37 C in 7 % CO2, in
DMEM supplemented with 10 % fetal bovine serum (FBS,
Invitrogen) and 2 mM glutamine. N2a cells were trans-
fected using Lipofectamine 2000 (Invitrogen) according to
the manufacturer’s instructions. Transfections were per-
formed with 9 ll Lipofectamine 2000 and 3 lg plasmid
DNA.
Reagents and plasmids
Interference RNA plasmids were obtained from Origene.
Two different shRNA sequences against b-catenin and a
scrambled shRNA were used, inserted into the pRFP-C-RS
vector, which expresses the red fluorescent protein. An
shRNA-AnkyrinG and scrambled sequence in pGFP-V-RS
were used for ankyrinG [9]. Lithium chloride (LiCl), myo-
inositol phosphate, Trichostatin A (TSA), and Nocodazole
were from Sigma. GSK3 inhibitor X and GSK3 inhibitor
AR-A014418 were from Calbiochem.
Immunocytochemistry
Hippocampal neurons were fixed in 4 % paraformaldehyde
for 20 min. In some experiments, 15-DIV neurons were
then treated with or without TSA for 48 h, and washed in
phosphate buffer before extracting the cells with 0.5 %
Triton X-100 in cytoskeletal buffer (2 mM MgCl2, 10 mM
EGTA, 60 mM Pipes pH 7.0) for 10 min at 37 C, modi-
fied from previous work [11]. After extraction, the neurons
were rinsed and fixed in PFA 4 %. For immunodetection,
the coverslips were treated for 10 min with 50 mM NH4Cl
and incubated in blocking buffer (0.22 % gelatin, 0.1 %
Triton X-100 in PBS) for 30 min. Primary antibodies were
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incubated for 1 h at room temperature in blocking buffer.
The primary antibodies used were: mouse anti-acetylated-
a-tubulin (1:2,000), mouse anti-tyrosinated-a-tubulin
(1:2,000), mouse anti-MAP2 (1:400) and mouse anti-
PanNaCh (1:75), mouse anti-a-tubulin (1:100) from Sigma;
mouse anti-tau-1 (1:1,000), and rabbit anti-MAP2 (1:500)
from Chemicon; mouse anti-ankyrinG (1:100) from Neu-
roMab; rabbit anti-pS33/S37T41-b-catenin (1:250), rabbit
anti-pS45-b-catenin (1:200) and rabbit anti-pS32-IjBa
(1:250, 14D4) from Cell Signaling; mouse anti-b-catenin
(1:500), mouse anti-N-cadherin (1:200) and mouse anti-
EB1 (1:100) from BD Transduction, mouse anti-GSK3a/b
(1:1000) from Biosource (Life Technologies); mouse anti-
APC (1:150) from Millipore; rabbit anti-bIII tubulin
(1:1,000) from Covance; rabbit anti-a-tubulin was kindly
provided by Dr. Arevalo lab (Instituto Cajal), and chicken
anti-MAP2 (1:10,000) from Abcam. The secondary anti-
bodies used were a donkey anti-mouse or anti-rabbit
Alexa-Fluor-488, 594 or 647 (1:500). F-actin was stained
using Alexa-Fluor-594-conjugated Phalloidin (1:100).
Nuclei were stained using TOPRO.
Images were acquired on a vertical Axioskop-2plus
microscope (Zeiss) or a confocal microscope (LSM510,
Zeiss) under the same conditions to compare intensities.
Analysis of axon length and fluorescence intensities was
performed with the NeuronJ and ImageJ software tools.
Images were prepared for presentation using the Adobe
CS3 software.
Immunohistochemistry
Brains from E18 embryos or P0, P5, and P12 mice were
fixed overnight in 4 % paraformaldehyde in 0.1 M phos-
phate buffer (PB) pH 7.2, cryoprotected in 30 % sucrose
and frozen in Tissue-Tek mounting medium (Electron
Microscopy Sciences). Brain sections (30 lm) were
obtained on a cryostat and collected in PB. The sections
were permeabilized for 1 h in 0.1 M PB containing 0.5 %
Triton X-100 and 10 % horse serum (GIBCO) and then
incubated overnight at room temperature in the same
solution containing rabbit anti-pS33/37T41-b-catenin
(1:50) and mouse anti-ankyrinG (1:200) antibodies. Sec-
ondary antibodies were incubated for 1 h at room
temperature. The samples were washed in PB and mounted
on slides with Fluoromount-G. Some sections (5 lm) were
stained with Giemsa (Merck).
Western-blot analysis
Protein samples were prepared from high-density cortical
neuron cultures and murine neuroblastoma N2a cells. The
cells were lysed and homogenized in a buffer containing
20 mM HEPES (pH 7.4), 100 mM NaCl, 100 mM NaF,
1 % Triton X-100, 1 mM sodium orthovanadate, 10 mM
EDTA and Complete inhibitor protease cocktail (Roche
Diagnostics). The proteins were then separated on 8 %
SDS-PAGE gels and transferred to nitrocellulose mem-
branes. The membranes were incubated overnight at 4 C
with primary antibodies in blocking solution (PBS, 0.2 %
Tween, 5 % non-fat milk or 10 % FBS). The antibodies
used to probe the membranes were mouse anti-b-actin
(1:5,000, Sigma); anti-b-catenin (1:800, BD Transduction);
rabbit anti-pS33/S37T41-b-catenin (1:500) and GAPDH
(1:2,000, Cell Signaling). Secondary antibodies were from
Amersham. Antibody binding was then visualized by ECL
(Amersham) and densitometry was performed with an
imaging densitometer (GS-800, Bio-Rad).
Mouse brain slice cultures, plasmid GeneGun delivery,
and electrophysiological recording
Slice cultures containing the hippocampus and entorhinal
cortex were obtained from post-natal day 8 mice as pre-
viously reported [36]. Slices (300–350 lm) were cut in
sucrose-based slicing solution (280 mM sucrose, 26 mM
NaHCO3, 1.3 mM KCl, 1 mM CaCl2, 10 mM MgCl2,
11 mM D-glucose, 50 mM phenol red, and 2 mM kynure-
nate) and were maintained for 1 h at room temperature in
oxygenated (95 % O2/5 % CO2) standard artificial ACSF
(125 mM NaCl, 2.5 mM KCl, 0.8 mM NaH2PO4, 26 mM
NaHCO3, 3 mM CaCl2, 2 mM MgCl2, 50 mM phenol red,
and 11 mM D-glucose). Each slice was placed on 20-mm
latex membranes (Millicell) inserted into 35-mm Petri
dishes containing 1 ml of culture medium (25 ml MEM,
12.5 ml HBSS, 12.5 ml horse serum, 0.5 ml penicillin/
streptomycin, 0.8 ml glucose solution (1 M), 0.1 ml
ascorbic acid solution (1 mg/ml), 0.4 ml HEPES (1 M),
0.5 ml B27, and 8.95 ml water) and maintained for up to
8–9 days in an incubator at 34 C, 95 % O2–5 % CO2. To
arrest glial proliferation, 5 lM Ara-C was added to the
culture medium starting at 3 days in vitro. The GSK-3
inhibitor, AR-A014418 (20 lM), was added to cultured
slices at 1 day in vitro and kept for 7 days. b-catenin
shRNAs plasmids were delivered to brain slices using the
Helyos gene-gun system (Bio-Rad) according to the man-
ufacturer’s instructions. Briefly, gold particles coated with
scrambled or b-catenin shRNA were introduced into cells
employing a high-velocity stream of helium (120 dpi) at
2 days in vitro and the slices were maintained for up to
7 days.
Whole-cell patch clamp recordings were obtained from
CA3 or L5 pyramidal neurons. The external solution con-
tained (mM): 125 NaCl, 26 NaHCO3, 3 CaCl2, 2.5 KCL, 2
MgCl2, 0.8 NaH2PO4, and 10 D-glucose, and was equili-
brated with 95 % O2–CO2. Patch pipettes (5–10 MX) were
filled with a solution containing (mM): 120 potassium
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gluconate, 20 KCl, 0.5 EGTA, 10 HEPES, 2 Na2ATP, 0.3
NaGTP and 2 MgCl2, pH 7.4. Recordings were made at
29 C. The voltage and current signals were low-pass fil-
tered (3 kHz) and acquisition of sequences (500–1,500 ms)
was performed at a frequency of 0.1 Hz with P-clamp 8 or
10 (Axon Instruments). Sodium currents were evoked by a
voltage step (50 ms) from -80 to -20 mV. The capacitive
and leak components of the evoked current were subtracted
with a conventional P/4 protocol. Intrinsic neuronal excit-
ability was monitored with depolarizing current pulses
(1 s) of increasing amplitude (from ?10/? 500 pA).
Statistical analysis
All experiments were repeated at least three times and the
results are presented as the mean and standard error of the
mean (SEM) or standard deviation of the mean (SD) as
indicated in figure legends. Statistical differences between
experimental conditions were analyzed by t test or paired
t test using the Sigmaplot 11.0 software.
Results
GSK3 phosphorylated b-catenin is enriched at the axon
initial segment
Previous studies have shown a relationship between GSK3
phosphorylated b-catenin (S33/37/T41) and cell polarity [24,
25]. To test this hypothesis in neurons, we first studied the
location of b-catenin-pS33/37/T41 in different develop-
mental stages of hippocampal neurons using a phospho-
specific antibody raised against b-catenin phosphorylated on
the N-terminal Ser 33, Ser 37, and Thr 41, which specificity
has been tested in a b-catenin knockout mouse at early
developmental stages [37] and a b-catenin antibody that
recognizes the C-terminal region. The specificity of phos-
phorylated b-catenin antibody was further confirmed by
suppression of b-catenin expression with nucleofected
b-catenin shRNAs (Supplementary Fig. 1) and b-catenin
shRNAs expression resulted in the absence of b-catenin and
b-catenin-pS33/37/T41 staining. At an early stage (24 h), we
found b-catenin-pS33/37/T41 concentrated at soma (Fig. 1a)
and at a higher levels at the centrosome of hippocampal
neurons, as previously described in epithelial cells and neural
progenitors (Supplementary Fig. 2; [26, 37]). b-catenin-
pS33/37/T41 staining was also located all along the neurites,
co-localizing with tubulin staining, while b-catenin antibody
mainly stained the leading edge of neurites, colocalized with
the F-actin-rich region (Fig. 1a). Following axonal elonga-
tion at 48 h, b-catenin-pS33/37/T41 was mainly polarized to
the axon, even though a lower level of phospho-b-catenin still
remained in the other neurites (Fig. 1b).
We then examined the expression of b-catenin-pS33/37/
T41 at later stages of development. Interestingly, 3, 6,
or 21-DIV (days in vitro) hippocampal neurons showed
b-catenin-pS33/37/T41 staining concentrated at the AIS
(Fig. 1c–e). AISs were identified by ankyrinG, voltage-
gated sodium channel or the AIS marker 14D4 staining.
The percentage of ankyrinG-positive AISs with colocalized
b-catenin-pS33/37/T41 staining increased from 43 ± 7 %
at 3 DIV to 82 ± 1 % at 7 DIV (Fig. 1f), and the same
staining was maintained in older neurons (Fig. 1e). Fluo-
rescence intensity along dendrites, soma, and axon at
different developmental stages was quantified to confirm a
higher AIS intensity fluorescence of b-catenin-pS33/37/
T41 than in other regions of the neuron (Supplementary
Fig. 3). On the other hand, b-catenin antibody stained
dendrites and axons, and was also observed at the AIS
(Fig. 1g). The differences in b-catenin antibodies staining
may be due to molecular interactions in each neuronal
region and antibody accessibility to the different epitopes.
In fact, b-catenin phosphorylated at serine 45 is not located
at the AIS, and is enriched in the nucleus of hippocampal
neurons (Supplementary Fig. 4). This spatial uncoupling of
b-catenin phosphorylation has been previously observed in
epithelial cells [25]. Finally, treatment of 6-DIV hippo-
campal neurons with the proteasome inhibitor MG132
(50 nM) increased b-catenin-pS33/37/T41 levels at the
soma, but did not change b-catenin-pS33/37/T41 levels at
the AIS (Supplementary Fig. 5), suggesting that b-catenin-
pS33/37/T41 may be protected by other proteins at the AIS.
We next analyzed the expression of b-catenin-pS33/37/
T41 in developing mice brains from E18 to P12 (Fig. 2).
Brain sections were stained using the polyclonal anti-
b-catenin-pS33/37/T41 antibody and a monoclonal anti-
ankyrinG antibody to identify axon initial segments (see
‘‘Materials and methods’’). At E17–18, we did not detect any
localization of b-catenin-pS33/37/T41 (data not shown) and
AISs were not yet formed [38]. Some scattered AISs were
detected at P0 (Fig. 2a), and at P5 and P12 b-catenin-pS33/
37/T41 staining of AISs was progressively detected
throughout the cortical plate to layer VI colocalized with
ankyrinG staining (Fig. 2b, d) and in the pyramidal cell layer
of CA1, CA2, and CA3 of the hippocampus (Fig. 2c).
b-catenin-pS33/37/T41 tethering at the AIS depends
on AnkyrinG and AIS microtubules
In order to identify a molecular partner of phospho-
b-catenin at the AIS, we first checked the localization of
two known b-catenin-interacting proteins, N-cadherin and
APC, which play an important role in adhesion complex
and microtubule interactions, respectively. As shown in
Supplementary Fig. 6, neither N-cadherin nor APC were
identified at the AIS in 6-DIV neurons.
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Fig. 1 b-catenin-pS33/37/T41 is concentrated at the axon initial
segment in cultured hippocampal neurons. a Hippocampal neurons
cultured for 24 h were stained for F-actin (red) and antibodies against
a-tubulin (blue) and b-catenin (green) in left panels, and tyrosinated-
a-tubulin (blue) and pS33/37T41-b-catenin (green) in right panels.
Arrows indicate higher b-catenin intensity fluorescence at the growth
cone in left panels, while in right panels arrows indicate a tubulin-
rich zone with high-intensity fluorescence of pS33/37T41-b-catenin.
Note the position of centrosome in neurons labeled with pS33/37T41-
b-catenin antibody in the right panel. b Hippocampal neurons
cultured for 48 h were stained with pS33/37T41-b-catenin or
b-catenin (green) and with tau-1 (axon) or MAP2 (dendrites)
antibodies (red). Arrows indicate the axon (c, d) 3-DIV and 6-DIV
hippocampal neurons were stained with ankyrinG or PanNaCh (red)
and pS33/37T41-b-catenin (green) antibodies. Both proteins are
concentrated at the AIS region. Insets show enlarged views of
overlapping b-catenin-pS33/37/T41 and AnkyrinG or PanNaCh
staining at the AIS. e 21-DIV neurons stained with antibodies against
AnkyrinG (red) and b-catenin-pS33/37/T41 (green). Box shows an
amplification of the indicated axon initial segment. f Percentage of
neurons that show b-catenin-pS33/37/T41 concentrated at the AIS
relative to ankyrinG-positive AISs during neuronal differentiation.
The graphs represent the mean of three independent experiments (500
neurons/experimental condition in each experiment). **p \ 0.01,
***p \ 0.001, t test. g Triple immunostaining with b-catenin (red),
14D4 antibody (green), and MAP2 (blue) in 6-DIV neurons.
Magnifications show b-catenin staining at the AIS recognized by
the 14D4 antibody staining at the AIS. Scale bar 50 lm
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Fig. 2 b-catenin-pS33/37/T41 is enriched at the axon initial segment
in vivo. a, b Photomicrographs obtained from sections showing
cortical and subcortical layers from P0 (a) and P5 (b) mice brains.
c Photomicrographs of the CA1 region of a P5 mouse hippocampus.
Sections were stained with anti-ankyrinG (red) and anti-b-catenin-
pS33/37/T41 (green) antibodies. d Image of cortical section from P12
mouse showing b-catenin-pS33/37/T41 and ankyrinG colocalization
at the AIS. Nuclei are stained with TOPRO stain. Arrows indicate
ankyrinG immunolabeled AISs and arrowheads overlapping staining
of b-catenin-pS33/37/T41 and ankyrinG at the AIS. Scale bar 50 lm
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We next evaluated whether b-catenin-pS33/37/T41
expression at the AIS was dependent on ankyrinG, which
controls the clustering of most AIS proteins [4, 6, 9, 14, 39,
40]. Hippocampal neurons were nucleofected with a
scrambled shRNA or with an ankyrinG shRNA [9] and
maintained until 5 DIV. Neurons nucleofected with
scrambled shRNA had both ankyrinG (85.93 ± 1.61 %)
and b-catenin-pS33/37/T41 (69.75 ± 2.08 %) concen-
trated at the AIS (Fig. 3a, c). In contrast, only 13.19 ±
2.7 % and 12.04 ± 1.17 % of neurons nucleofected with
ankyrinG shRNA showed ankyrinG and b-catenin-pS33/
37/T41 concentration, respectively (Fig. 3b, c). Moreover,
approximately 30 % of neurons nucleofected with anky-
rinG shRNA displayed b-catenin-pS33/37/T41 staining
concentrated in the soma. Thus, b-catenin-pS33/37/T41
tethering and location at the AIS depends on ankyrinG
expression.
To better understand how b-catenin-pS33/37/T41 is
anchored at the AIS, we analyzed the involvement of the
cytoskeleton in the tethering of b-catenin-pS33/37/T41. As
proteins tethered at the AIS, and also microtubules, are
insoluble in non-ionic detergents [10, 41], 15-DIV neurons
(Fig. 4a) were extracted in 0.5 % TX-100 at 37 C before
fixation. After extraction, voltage-gated sodium channels,
ankyrinG, b-catenin-pS33/37/T41 and acetylated-a-tubulin
microtubules were found to be concentrated and co-
localize at the AIS (Fig. 4b, d). In this context, we have
previously shown that changes in microtubule acetylation
produced by inhibition of a tubulin deacetylase (HDAC6)
impair the tethering of ankyrinG and voltage-gated sodium
channels at the AIS [10]. Fifteen-DIV neurons were treated
with an HDAC inhibitor, Trichostatin A (TSA), for 48 h,
extracted with detergent, and fixed. In these conditions,
TSA-treated neurons showed acetylated-a-tubulin staining
along the axon, and b-catenin-pS33/37/T41 staining
showed a reduction at the AIS, and displayed an extended
pattern along the axon (Fig. 4d), indicating that b-catenin-
pS33/37/T41 tethering at the AIS depends not only in
ankyrinG but also on the properties of AIS microtubules.
We then treated 7-DIV neurons for 3 days with a low dose
of a microtubule depolymerizing agent, nocodazole
(10 nM). In order to evaluate the effects of nocodazole on
microtubules, we used an antibody against EB1, a micro-
tubule ?TIP protein, also found at the AIS [42, 43]. In
control 10-DIV neurons, EB1 was localized throughout the
neuron with the characteristics comets, and at the AIS.
Nocodazole-induced depolymerization of microtubules
reduced EB1 labeling, as well as phospho-b-catenin
labeling at the AIS (Fig. 4c). Hence, the changes observed
in phospho-b-catenin staining suggest that b-catenin-pS33/
37/T41 are related in somehow to changes in AIS micro-
tubule integrity.
Fig. 3 AnkyrinG expression is necessary to localize b-catenin-pS33/
37/T41 to the AIS. a, b 5-DIV hippocampal neurons nucleofected
with GFP plasmids expressing scrambled shRNA (a) or ankyrinG
shRNA (b). Neurons were immunostained with ankyrinG (red) and
pS33/37T41-b-catenin (green) antibodies. Enlarged views of the AIS
are shown in right panels in gray scale. Arrows indicate the position
of the soma. c The graph represents the percentage of neurons with
presence of ankyrinG (gray bars) or b-catenin-pS33/37/T41 (black
bars) at the AIS in neurons nucleofected with scrambled or ankyrinG
shRNAs. Data represent the mean ± SEM of three independent
experiments (50 neurons/experimental condition and experiment).
***p \ 0.001, t test. Scale bar 50 lm
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Inhibition of GSK3 reduces ankyrinG tethering
at the AIS and modifies electrophysiological properties
Next, we hypothesized that b-catenin-pS33/37/T41 may
have a role in functional maturation after initial formation
of the AIS. As b-catenin is phosphorylated at positions 33,
37, and 41 by GSK3, we first analyzed the localization of
GSK3 in neurons. While GSK3a/b staining was ubiquitous
along the neuron, when neurons were submitted to deter-
gent extraction, interestingly, GSK3a/b staining was
detected at the AIS (Fig. 5a). Next, we checked by Wes-
tern-blot analysis that GSK3 inhibition was able to reduce
b-catenin-pS33/37/T41 levels. Short-term GSK3 inhibi-
tion, with the previously used GSK3 inhibitor [44], did
reduce by 60 % the amount of b-catenin-pS33/37/T41, at
the same time that b-catenin levels were increased
(Fig. 5b) as expected when GSK3 is inhibited for short
times.
In view of these results, we analyzed whether long-term
inhibition of GSK3 may modulate AIS protein tethering.
Thus, we treated neurons with two other known inhibitors of
GSK3, lithium (2.5 or 5 mM) or AR-A014418 (20 lM), a
selective GSK3 inhibitor tested against 52 other kinases [45].
Lithium treatment of high-density cultures of cortical neu-
rons, for 24 or 48 h, revealed a 45–65 % reduction in
b-catenin phosphorylation (Fig. 6e). Thus, given that
b-catenin-pS33/37/T41 enrichment at the AIS starts after 3
DIV (Fig. 1), we treated hippocampal neurons with 2.5 mM
LiCl from 4 DIV to 7 DIV (Fig. 6a, b, d). While control
neurons show b-catenin-pS33/37/T41 staining at the AIS
Fig. 5 b-catenin kinase, GSK3, is tethered to the AIS after to
detergent extraction. a GSK3a/b staining at the AIS of 18-DIV
hippocampal neurons after detergent extraction treatment with 0.5 %
Triton X-100 for 10 min (bottom panels). Upper panels show
ubiquitous GSK3a/b staining in non-extracted neurons. Extracted
and non-extracted neurons were stained with GSK3a/b (green), 14D4
(red) and MAP2 antibodies (blue). Arrows indicate the AIS position.
b Western-blot analysis showing b-catenin and b-catenin-pS33/37/
T41 total expression in 2-DIV high-density cortical neurons cultures
treated with 3 lM GSK3 inhibitor X for 30, 60, and 120 min. Graph
represents the mean and SEM of protein expression levels normalized
to b-actin in three different experiments. ***p \ 0.001, t test
Fig. 4 b-catenin-pS33/37/T41 is resistant to detergent extraction at
the AIS and its location depends on microtubules. a 15-DIV
hippocampal neurons stained with antibodies against AnkyrinG
(red) and b-catenin-pS33/37/T41 (green). Box indicates the amplified
region of the AIS shown in lower panels. b 15-DIV hippocampal
neurons treated with cytoskeletal buffer (see ‘‘Materials and meth-
ods’’ section) for 10 min at 37 C. After fixation, neurons were
stained with b-catenin-pS33/37/T41 and Pan-sodium channel anti-
bodies (left panels) or b-catenin-pS33/37/T41 and ankyrinG
antibodies (right panels). Insets show enlarged views of axon initial
segments. c 10-DIV hippocampal neurons cultured in the absence or
presence of nocodazole (10 nM) from 7 to 10 DIV. Neurons were
treated with cold methanol (-20 C) for 5 min before fixation
with PFA 4 % and stained with antibodies against EB1 (red) and
b-catenin-pS33/37/T41 (green). A DIC image of nocodazole-treated
neurons was obtained to identify the position of the soma. d Acety-
lated-a-tubulin and b-catenin-pS33/37/T41 staining of control or 100
nM TSA-treated 15-DIV neurons extracted with 0.5 % Triton X-100.
Note that b-catenin-pS33/37/T41 and acetylated-a-tubulin co-localize
at the AIS in control neurons, while b-catenin-pS33/37/T41 is no
longer restricted to the AIS and is located along the axon following
acetylated-a-tubulin pattern, as previously shown [10]. Arrows
indicate soma position. Scale bar 100 lm in a, b and d, 20 lm in c
b
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co-localized with ankyrinG, b-catenin-pS33/37/T41 and
ankyrinGstaining was absentorhighly reduced (2.5 fold) at the
AIS of LiCl-treated neurons. The same results were obtained
from neurons treated with AR-A014418 (20 lM) compared to
DMSO (0.1 %)-treated control neurons (Fig. 6a, c, d).
Subsequently, we examined the functional conse-
quences of GSK3 inhibition and diminished b-catenin
phosphorylation on the electrical properties of hippo-
campal neurons. Cultured slices were treated for 7 days
with the GSK-3 inhibitor AR-A014418 or vehicle
(DMSO) and excitability was compared between the two
groups. A significant decrease in the last spike amplitude
was observed in AR-A014418 treated neurons (ratio of the
last to the first spike: 0.80 ± 0.01 vs. 0.86 ± 0.01 in
DMSO-treated neurons, n = 7, unpaired t test p \ 0.01,
Fig. 6f). This larger spike attenuation was further con-
firmed (0.85 ± 0.01 vs. 0.90 ± 0.02, p \ 0.05) when the
recordings were performed in the presence of M-type
potassium and calcium channel blockers (10 lM XE991
and 50 lM cadmium).
Fig. 6 GSK3 inhibition and b-catenin-pS33/37/T41 reduction
diminishes ankyrinG clustering at the AIS and modifies action
potential characteristics. a 7-DIV hippocampal neurons treated with
2.5 mM LiCl or 20 lM AR-A014418 (GSK3 inhibitor) from 4 DIV to
7 DIV and stained for b-catenin-pS33/37/T41 (green) and ankyrinG
(red). Boxes indicate the amplified AIS region shown on the right
panels (gray scale). b, c Mean ± SEM fluorescence intensity of
ankyrinG along the AIS in control, LiCl, or AR-A014418-treated
neurons as shown in a. Fluorescence intensity was measured along the
AIS every 0.44 lm of 60 neurons from three independent experi-
ments (20 neurons/experimental condition and experiment) using the
ImageJ software. d Total ankyrinG fluorescence intensity at the AIS
of neurons analyzed in b and c. Graph represents the mean ± SEM.
**p \ 0.01; ***p \ 0.001, t test. Scale bar 50 lm. e b-catenin and
b-catenin-pS33/37/T41 expression in control or 2.5 and 5 mM LiCl-
treated neurons for 24 and 48 h. Graph represents the mean and SEM
of protein expression levels normalized to GAPDH levels in three
different experiments. ***p \ 0.001, t test. f Reduced amplitude of
the last spike in cultured slices neurons ‘‘in vivo’’ treated with
AR-A014418 20 lM. Left, representative traces for control (DMSO,
black) and treated neuron (AR-A014418, red). Note the reduction in
the amplitude of the last spike. Right, plot of the spike attenuation
(i.e., last spike/first spike) in control (DMSO, black) and treated
(AR-A014418, red) neurons. Unpaired t test
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Suppression of b-catenin reduces AIS protein tethering
and neuronal excitability
To fully understand the role of b-catenin-pS33/37/T41 in
AIS maturation, we carried out a second experimental
strategy using two shRNAs against b-catenin. After
nucleofection, hippocampal neurons were maintained in
culture until 6 DIV or 14 DIV (i.e., when the AIS is fully
formed). Both b-catenin shRNAs increased the percentage
of neurons in which b-catenin-pS33/37/T41 staining was
Fig. 7 Suppression of b-catenin-pS33/37/T41 expression by
b-catenin interference shRNAs reduces ankyrinG, voltage-gated
sodium channels clustering at the AIS. a–c 6-DIV hippocampal
neurons nucleofected with RFP plasmids expressing scrambled
shRNA or b-catenin shRNA. Neurons were stained with antibodies
against b-catenin-pS33/37/T41 (a), ankyrinG (b), and PanNaCh (c).
Neuronal somatodendritic compartment was identified by MAP2
antibody staining. Insets show enlarged views of the indicated axon
initial segment (gray scale). d Graphs show the percentage of 14-DIV
neurons showing high intensity (green), weak intensity (yellow) or
absence (red) of b-catenin-pS33/37/T41, ankyrinG, or sodium
channels expression at the AIS of neurons expressing scrambled
shRNA or b-catenin shRNA1. Neurons were considered in the weak
intensity category when total staining intensity was 50 % or lower
than that of control neurons mean. Data represent the mean ± SEM
of three independent experiments (100 neurons/experimental condi-
tion in each experiment). ***p \ 0.001 and **p \ 0.01 compared to
scrambled shRNA, t test. e, f Bar graphs represent the total
fluorescence intensity of ankyrinG and PanNaCh staining measured
every 0.4 lm along the AIS in 50 neurons/experiment of those
quantified in d. ***p \ 0.001, t test. All images were acquired using
the same fluorescence parameters. Scale bar 50 lm
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absent or reduced (Fig. 7a, d and supplementary Fig. 7).
Both b-catenin shRNAs slightly reduced axonal length at 3
DIV without affecting the further axonal elongation, and
affected more significantly dendrites development (Sup-
plementary Fig. 8) as previously shown [29]. Fluorescence
intensity was measured along the AIS and staining was
considered reduced or weak when total fluorescence
intensity was 50 % or less than the mean fluorescence
measured at control neurons (Fig. 7e, f). b-catenin
shRNA1 was more efficient than shRNA2, in agreement
with the results shown in supplementary Fig. 1, and their
effects increased from 6 DIV to 14 DIV (Supplementary
Fig. 7). In 14-DIV neurons, b-catenin-pS33/37/T41 was
highly expressed at the AIS in 82 ± 1 % of scrambled
shRNA nucleofected neurons and only 18 ± 2 % of neu-
rons showed weak fluorescence intensity (Fig. 7d). In
contrast, only 6 ± 1 % of b-catenin shRNA 1 had high-
intensity b-catenin-pS33/37/T41 labeling at the AIS
(Fig. 7d). In view of our results, we examined the tethering
of other proteins (ankyrinG and voltage-gated sodium
channel) at the AIS in neurons nucleofected with b-catenin
shRNAs (Fig. 7 and Supplementary Fig. 7). Only
27 ± 1 % of neurons nucleofected with b-catenin shRNA
1 exhibited strong tethering of ankyrinG at AISs, compared
to 91 ± 1 % of scrambled shRNA-nucleofected neurons
(Fig. 7b, d). In these neurons, the average ankyrinG
intensity along the AIS was reduced fourfold compared to
control neurons (Fig. 7e). In agreement with the reduction
in ankyrinG tethering, the expression of sodium channels at
the AIS was diminished in 6-DIV and 14-DIV neurons
nucleofected with b-catenin shRNAs, exhibiting the same
pattern of three clearly different phenotypes (Fig. 7c, d, f,
and supplementary Fig. 7).
Hence, we examined the functional consequences of
the elimination of b-catenin-pS33/37/T41. Scrambled or
b-catenin shRNA 1 plasmids were delivered using Gene-
Gun into cultured brain slices obtained from post-natal day
8 mice and analyzed 9 days later. In this experimental
condition, AIS is completely formed at post-natal day 8
before b-catenin suppression. Neurons expressing the
scrambled shRNA showed b-catenin-pS33/37/T41 and
ankyrinG expression at their AIS, while in neurons
expressing the b-catenin shRNA 1 plasmid, b-catenin-
pS33/37/T41 expression at the AIS was strongly reduced or
Fig. 8 b-catenin interference diminishes ankyrinG and b-catenin-
pS33/37/T41 expression at the AIS, voltage-gated sodium channel
current and action potential firing in brain slices. a Representative
cortical neurons in mice brain slices expressing RFP and scrambled or
b-catenin shRNAs. Brain slices were obtained from P8 mice, cultured
for 2 days prior to plasmids delivery to neurons by GeneGun. Plasmid
expression was allowed for 7 days before electrophysiological
recordings and fixation. Slices were stained with antibodies against
b-catenin-pS33/37/T41 (green) and ankyrinG (blue). Insets show a
magnification of the AIS region. Arrows indicate AIS position. Note
that in neurons expressing b-catenin interference shRNA, b-catenin-
pS33/37/T41 immunoreactivity is absent at the AIS and ankyrinG
intensity is reduced compared to scrambled neurons. Scale bar
50 lm. b Sodium currents measured in L5 pyramidal neurons
expressing the b-catenin shRNA 1 plasmid (Sh) or the scrambled
shRNA (Scr) were evoked by a depolarizing step from -80 to
-20 mV. c Plot of the sodium current density for test (Sh) and control
(Scr) neurons. Note the significant reduction in the current density
(unpaired t test). d Representative firing profiles for Scr and Sh
neurons. e Input–output curves for Scr and Sh neurons. Note
the significant reduction in excitability for Sh neurons (unpaired
t test, ** p \ 0.01, *p \ 0.02)
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absent and ankyrinG staining was decreased (Fig. 8a). The
functional effect of this reduced expression was analyzed
using patch-clamp recording. Transfected neurons were
identified by their RFP fluorescence. The amplitude of the
sodium current evoked by a voltage command from a
holding potential of -80 to -20 mV was significantly
reduced in L5 pyramidal neurons expressing the b-catenin
shRNA 1 plasmid (Fig. 8b). The density of sodium current
was 336 ± 31 pA/pF (n = 12) in neurons expressing the
scrambled shRNA and 215 ± 30 pA/pF (n = 12) in neu-
rons expressing the b-catenin shRNA 1 plasmid (unpaired
t test, p \ 0.01; Fig. 8c). We next compared excitability in
the two classes of neurons in current clamp by injecting
current steps of increasing amplitude. Compared to control
neurons (scrambled shRNA), neurons expressing the
b-catenin shRNA were found to be less excitable (Fig. 8d).
The number of spikes evoked by 150, 200, or 250 pA was
significantly reduced in neurons expressing b-catenin
shRNA (Fig. 8e).
Thus, the fact that GSK3 inhibition, which stabilizes
b-catenin levels, and b-catenin levels reduction with
interference RNAs, results in a reduction of AIS proteins
tethering suggest that b-catenin-pS33/37/T41 has a role in
the functional maturation and maintenance of the AIS.
Further experiments will be necessary to understand the
complex role of GSK3 and b-catenin at the AIS.
Discussion
The underlying cellular mechanisms that regulate ion
channel expression and maintenance at the membrane of
the AIS, and therefore action potential regulation and
excitability, are only beginning to be studied. It is generally
recognized that ankyrinG is an important protein for the
organization and assembly of the AIS [6, 14, 46, 47] and its
tethering at the AIS is necessary for the concentration of
other AIS proteins. However, little is known about the
mechanisms that modulate and maintain the expression of
proteins at the AIS.
Our results show for the first time the localization of
GSK3 at the AIS and its role in the functional maturation
and maintenance of the AIS. Moreover, GSK3 phosphor-
ylated b-catenin is also tethered at the AIS and depends on
ankyrinG expression. Both pharmacological inhibition of
its phosphorylation by GSK3 or reduction of b-catenin
levels diminished ankyrinG tethering at the AIS and the
functional expression of voltage-gated sodium channels.
These data bring a new insight into AIS maturation and is
particularly relevant to neurodevelopment given the
importance of this neuronal compartment in action poten-
tial initiation and in the control of polarized axonal traffic.
Moreover, our data may be related to schizophrenia, a
mental disease with a neurodevelopmental origin, as post-
mortem schizophrenic patients’ brains show reduced GSK3
levels [48], abnormal GSK3 activity, and also a reduction
of ankyrinG tethering at the AIS [49].
b-catenin-pS33/37/T41 shows a progressive enrichment
at the AIS during development, reflecting the establishment
of barriers to membrane diffusion and cytoplasmic traffic.
A higher percentage of neurons with b-catenin-pS33/37/
T41 tethering at the AIS was attained after 7 DIV, when the
AIS forms a fully assembled membrane diffusion barrier
[50]. In fact, the membrane diffusion barrier is not yet
functional at 4 DIV, when only a small percentage of
neurons show b-catenin-pS33/37/T41 tethering at the AIS.
Moreover, the cytoplasmic traffic barrier of the AIS starts
to appear at 3 DIV and is complete at 5 DIV [13] when at
least 70 % of neurons show b-catenin-pS33/37/T41 teth-
ering at the AIS.
Our data suggest that b-catenin-pS33/37/T41 is not
necessary for the initial development of the AIS, but its
enrichment plays a role in the maturation of AIS functions,
modulating neuronal excitability and voltage-gated sodium
currents. Previous works have shown that GSK3 is
involved in LTP and LTD regulation [51–53], and
b-catenin participates in the regulation of neuronal activity
[54]. Regarding a possible function of b-catenin-pS33/37/
T41 in action potential generation, the inhibition of GSK3
or b-catenin suppression decreased excitability in neurons
from cultured brain slices. Although no interaction between
voltage-gated sodium channels and b-catenin has been
described, our data show that the loss of b-catenin-pS33/
37/T41 is related to neuronal excitability by reducing
voltage-gated sodium currents. While not excluding par-
allel transcriptional effects and since the decreased
neuronal excitability observed in our study occurs inde-
pendently of b-catenin levels, our results suggest that this
effect is mediated by b-catenin-pS33/37/T41 rather than
b-catenin levels. Thus, sodium current reduction is most
probably due to diminished ankyrinG tethering at the AIS
and the loss of AIS integrity when b-catenin-pS33/37/T41
is absent. In fact, AIS integrity is also lost in ankyrinG
knockout mice [3], and it has been proposed that AIS
integrity could be a critical determinant of the threshold
and waveform of action potentials [55]. An interaction
between b-catenin and large-conductance Ca2?-activated
K? channels has been reported [34]. In addition, GSK3
participates in the regulation of the KCNQ2 potassium
channels [56]. However, neither pharmacological inhibi-
tion of KCNQ2 nor voltage-gated calcium channel block
using cadmium change the spike attenuation induced by
GSK3 inhibition.
In the last decade, many reports have focused on
understanding how different phosphorylation sites on
b-catenin can define its binding interactions and therefore
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different sub-cellular fates [21, 57]. In this context, it is
also necessary to take into account different conforma-
tional modifications, such C-terminal region folding,
proposed to prevent b-catenin degradation [58]. Tyrosine
phosphorylation of b-catenin disrupts its interaction with
N-cadherin and leads to its mobilization from membranes
[59] to the nucleus or neuronal cytoskeleton [60]. On the
other hand, while N-terminally unphosphorylated b-catenin
(S33/S37/T41), located in the nucleus, seems to better
correlate with Wnt signaling functions [61, 62], N-termi-
nally GSK3 phosphorylated (b-catenin-pS33/37/T41) and
ubiquitinated b-catenin is thought to be targeted for deg-
radation at the proteasome [63]. Our results describe a new
GSK3-phosphorylated b-catenin pool localized at the AIS,
which participates in the AIS functions and is not imme-
diately targeted to the proteasome.
Given the ubiquitous expression of GSK3, the stability
of this pool of b-catenin-pS33/37/T41 at the AIS may be
the consequence of the absence of APC (Supplementary
Fig. 4), a critical component for b-catenin destruction [64].
In fact, APC co-clusters with stabilized non-phosphory-
lated b-catenin at neurite tips [33]. On the other hand,
b-catenin is resistant to proteasome degradation when
phosphorylated by CK2 [65], which is expressed at the AIS
and regulates some of its properties [9, 66]. Finally,
unidentified chaperones at the AIS may serve to protect
b-catenin-pS33/37/T41 from degradation.
It has been described that disruption of the AIS actin
cytoskeleton generates a reduction in the rate-of-rise of
axonal action potentials, estimated as being due to the loss
of approximately one-third of the sodium channels from
the AIS [1]. Indeed, sustained inhibition of GSK3 by LiCl
or a GSK3 selective inhibitor during establishment of the
diffusion barrier (4–7 DIV) causes the loss of b-catenin-
pS33/37/T41 and ankyrinG concentration at the AIS and a
significant decrease in spike amplitude. This is even more
significant when b-catenin levels are reduced and sodium
current amplitude and the number of action potentials are
diminished. Thus, b-catenin-pS33/37/T41 plays an impor-
tant role in the reinforcement of the AIS.
Other studies have suggested a potential function of
b-catenin-pS33/37/T41 in microtubule anchoring and cen-
trosome maturation in epithelial cells [26]. In this sense, we
have found that b-catenin phosphorylated by GSK3 is
colocalized with microtubules in neurites in stage 2 and 3
hippocampal neurons. In more mature neurons, the AIS
b-catenin-pS33/37/T41 pool is resistant to detergent
extraction and co-localizes with detergent-resistant acety-
lated-a-tubulin microtubules, like other AIS proteins [10].
Microtubules at the AIS have distinct properties from those
in dendrites [12, 43] and are highly enriched in more
stable acetylated and detyrosinated microtubules. Changes
in post-translational modifications of tubulin, such as
acetylation, can disturb protein tethering at the AIS [9, 10],
and such is the case for b-catenin-pS33/37/T41, which after
tubulin hyper-acetylation was localized all along the axon
together with acetylated-a-tubulin. This absence of
b-catenin-pS33/37/T41 enrichment is consistent with the
loss of ankyrinG and sodium channel concentration at the
AIS after disruption of its cytoskeleton [10]. Furthermore,
nocodazole-induced depolymerization abolished b-catenin-
pS33/37/T41 clustering in the AIS in our experiments, and
also that of another AIS-tethered protein, EB1 [42, 43],
suggesting a possible relationship with AIS cytoskeleton
or a regulating function of b-catenin-pS33/37/T41. In fact,
b-catenin suppression in brain slices once the AIS is
formed alters the pattern of action potential generation and
ankyrinG tethering.
In summary, we have found a new pool of b-catenin-
pS33/37/T41 and its kinase, GSK3, at the AIS that regulate
AIS maturation and modulate neuronal excitability through
regulation of ankyrinG tethering, which in turn is respon-
sible for the anchoring of sodium channels. The present
findings represent an advance for the understanding of the
molecular mechanisms underlying neuronal action potential
generation. They raise the hypothesis that b-catenin phos-
phorylation and GSK3 activity at the AIS may be involved
in mental diseases related to neuronal development and
excitability, such as epilepsy, schizophrenia, or bipolar
disorder. In fact, reduced levels of b-catenin expression and
altered GSK3 function have been detected in schizophrenia
patients [67]. Further experiments will be necessary to
completely understand how GSK3 and phosphorylated
b-catenin participates in AIS function and development.
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